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1.1 Neuronale Stammzellen und neurodegenerative Erkrankungen  
 
Stammzellen sind der Ausgangspunkt eines jeden mehrzelligen Organismus und sind durch 
ihre Fähigkeiten, sich ständig durch Zellteilung zu erneuern, sowie zur Differenzierung in 
spezialisierte Zelltypen charakterisiert. Die befruchtete Eizelle ist bis vier Zellteilungen lang 
totipotent, was bedeutet, dass sie potentiell dazu fähig ist, jeden Zelltyp des Körpers zu 
generieren. Embryonale Stammzellen sind pluripotente Zellen, die in der Lage sind, bis auf 
die Trophoblasten der Plazenta, alle somatischen Zelltypen eines Organismus zu bilden. Aus 
den pluripotenten Stammzellen des Embryoblasten entstehen im Laufe der Entwicklung drei 
Keimblätter, das Ektoderm, Mesoderm und Entoderm, aus denen dann Gewebe-spezifische 
multipotente Stammzellen hervorgehen, die wiederum die somatischen Zellen des Körpers 
hervorbringen (Goh et al., 2003).  
 
 
Abb. 1.1: Proliferation und Differenzierung. Bei der Proliferation erfolgt eine symmetrische 
Zellteilung und die Zellen sind in der Lage, sich selbst zu erneuern, während durch eine 
asymmetrische Zellteilung differenzierte Zellen entstehen, die dann weiter differenzieren können (s. 
schwarze Pfeile). Unter bestimmten Umständen können differenzierte Zellen in ihren proliferierenden 












Abb. 1.2: Stammzellgenese. Embryonale Stammzellen werden aus der inneren Zellmasse der 
Blastozyste isoliert. Aus diesen embryonalen Stammzellen können die adulten Stammzellen der drei 
Keimblätter (Ektoderm, Mesoderm, Endoderm) gezüchtet werden, die wiederum zu spezifischen 
Primärzellen differenzieren können (adaptiert nach Placzek et al., 2009). 
 
Im Neuroektoderm entstehen aus den neuronalen Stammzellen drei Zellreihen: Neurone, 
Astroglia und Oligodendrozyten (McKay et al., 2004). Es wurde lange angenommen, dass die 
Neurogenese mit der Geburt abgeschlossen sei und Neurone zu den permanent post-
mitotischen Geweben gehören und somit bei akuten oder chronischen Hirnschäden keinerlei 
Regeneration möglich sei (Rakic et al., 1985; Schwab, 1996; Qiu et al., 2000). Anders verhält 
es sich mit labilen Geweben wie dem lymphatischen oder hämatopoetischen System, der Haut 
oder den Schleimhäuten im Respirations- und Gastrointestinaltrakt, die eine hohe regenerative 



























Abb. 1.3: Entstehung der NPZ aus pluripotenten embryonalen Stammzellen. Die multipotente neurale 
Stammzelle kann entweder zu neuronalen Progenitorzellen oder in gliale Progenitorzellen (und später 
zu Oligodendrozyten und Astrozyten) differenzieren. Potentiell reversible Prozesse sind durch 
getrichelte Pfeile markiert (adaptiert nach Sakaguchi et al., 2005). 
 
Es konnten jedoch neurogene Areale, wie die subventrikuläre Zone und die subgranuläre 
Zone des Gyrus dentatus im Hippocampus, im adulten Zentralnervensystem (ZNS) 
nachgewiesen werden (Madri et al., 2009). Dies gab Anlass zu Spekulationen sowohl über 
Zellersatztherapien bei neurodegenerativen Erkrankungen wie Morbus Parkinson, Morbus 
Huntington oder Multiple Sklerose (Guzman, 2009, Santilli et al., 2010) als auch bei akuten 
Ereignissen wie Schlaganfall (Pendharkar et al., 2010).  
 
Für Zellersatztherapien im ZNS werden verschiedene Herangehensweisen diskutiert. So wird 





















al., 2010), zum anderen können die transplantierten Zellen auch als Vehikel für die 
Gentherapie neurodegenerativer Krankheiten genutzt werden (Storch et al., 2004). Ein 
weiterer Ansatzpunkt ist die Umgestaltung der bereits genannten neurogenen Zonen und eine 
Amplifikation der intrinsischen Stammzellressourcen (Chopp et al., 2008), zum Beispiel 
durch die Anwendung neurotrophischer (Im et al., 2010) oder neuroprotektiver (Brines et al., 
2010) Substanzen. 
 
Für in vitro-Studien und Transplantationsexperimente kommen entweder primäre Zellkulturen 
oder mittels transduziertem Onkogen immortalisierte Zelllinien in Frage. Während bei der 
Primärkultur die Verfügbarkeit der Zellen problematisch ist (Palmer et al., 2001), kann bei 
immortalisierten Zelllinien die Transduktion zu Veränderungen im Verhalten der Zellen 
führen. Der Vorteil einer immortalisierten Zelllinie ist jedoch, dass die genotypisch und 
phänotypisch stabil ist und somit eine standardisierte Zellkultur mit einer stabilen Anzahl von 
Neuronen ermöglicht (Lee et al., 2007). 
 
Es wurden mehrere neuronale Zelllinien in der Literatur beschrieben, unter anderem C17.2 
aus murinem Kleinhirn (Ryder et al., 1990); die humane Zelllinie H6 aus 15 Wochen alten 
Telencephalon (Flax et al., 1998); Mes2 aus dem ventralen Mittelhirn eines 8 Wochen alten 
humanen Fötus (Lotharius et al., 2002) sowie ReNcell VM-Zellen, die aus dem ventralen 
Mittelhirn eines 10 Wochen alten Fötus isoliert wurde (Donato et al., 2007) und hier für die 
Experimente verwendet wurde.  
 
ReNcell VM-Zellen proliferieren in Anwesenheit der Wachstumsfaktoren basic Fibroblast 
Growth Factor (bFGF) und Epidermal Growth Factor (EGF) und beginnen mit der 
Differenzierung bei Wachstumsfaktorentzug (Hoffrogge et al., 2006, Morgan at al., 2009, 
Schmöle et al., 2010). Ein großer Vorteil der ReNcell VM-Zellen ist ihre hohe proliferative 
Potenz und ihre schnelle Differenzierung. Eine Limitation dieses Modells ist jedoch die 
fehlende Anwendbarkeit für Transplantationsstudien, da diese Zellen durch eine Transfektion 
mit v-myc immortalisiert worden sind. Dennoch lassen sich durch dieses Modell wichtige 
Erkenntnisse für die Proliferation und Differenzierung von hNPZ gewinnen, die sich dann 







1.2 Hypoxie und das Gehirn 
 
1.2.1 „Physiologische“ Hypoxie  in vivo und in vitro  
 
In den letzten Jahren wurde eine Vielzahl von Protokollen etabliert, die die Differenzierung 
induzieren, wobei die Zellen generell mit einem Umgebungssauerstofflevel von 20% 
kultiviert werden (Donato et al., 2007). Dabei sind innerhalb des adulten Gehirns die 
Sauerstofflevel wesentlich geringer und variieren je nach Hirnregion zwischen 1% und 5% 
Sauerstoff – 2,5 – 5,3% in der grauen Substanz, 0,8-2,1% in der weißen Substanz, 1,4-2,1% 
im Hypothalamus, 2,6-3,9% im Hippocampus und am niedrigsten mit 0,1-0,8% in Pons und 
Fornix (Zhu et al., 2005).  
 
Auch während der embryonalen Entwicklung ist Hypoxie dominierend, da während des ersten 
Trimesters die Vaskularisation des Gewebes noch nicht sehr ausgeprägt ist (Caniggia et al., 
2000). Daher erlangte der Umgebungssauerstoffgehalt an Bedeutung, wenn es um die 
Optimierung der Zellkultur spezifischer Zelltypen und den Einfluss von Hypoxie auf das 
Wachstum und die Differenzierung der Stammzellen geht und die zugrundeliegenden 
zellulären Mechanismen studiert werden (Zhao et al., 2008). 
 
“Hypoxie” bezeichnet einen Sauerstoffgehalt unterhalb des normalen Sauerstoffgehaltes der 
der Atmosphäre von 20% O2. De Fillipis et al. (2011) definierten verschiedene Abstufungen 
der Hypoxie und unterteilten diese in „milde“ (2,5-5% O2) und „schwere“ Hypoxie (< 1% 
O2). Einige Autoren wie Fan et al. (2009) sprechen bei „milder“ Hypoxie auch von 
„physiologischer“ Hypoxie, da der Sauerstoffgehalt im ZNS zwischen 1-5% O2 schwankt. 
Diese Einteilung beruht auf der Beobachtung, dass Hypoxie in neuronalem Gewebe nur in 
bestimmten Grenzen toleriert wird und eine „schwere“ Hypoxie zur Apoptose führt (Acker T. 
und Acker H., 2004). 
 
Dahingegen fördert “milde” Hypoxie die Fähigkeit embryonaler Stammzellen sich selbst zu 
erneuern (Millman et al., 2009) und ist eine entscheidende Komponente innerhalb der 
Stammzellnischen unseres Organismus. So findet sich nicht nur in der neuralen 
Stammzellnische (1-8% O2) ein niedriger Sauerstoffgehalt, sondern auch in der 





1.2.2 Hypoxie-induzierte zelluläre Reaktionen via HIF-1α  
 
Hypoxie induziert im Gewebe eine Reihe verschiedenster zytoprotektiver Reaktionen, indem 
sie die Neurogenese und Angiogenese fördert und anti-inflammatorisch wirkt (De Fillipis et 
al., 2011). Eine Schlüsselrolle bei diesen zellulären Antworten hat der Hypoxie-induzierbare-
Faktor (HIF) (Zhao et al., 2008). HIF ist ein dimerer Transkriptionsfaktor mit 3 Isoformen, 
der aus einer Sauerstoff-labilen α-Untereinheit und einer konstitutiv exprimierten β-
Untereinheit besteht (Semenza et al., 2000). Von den drei Isoformen ist die HIF-1α-
Untereinheit am wichtigsten und auch am besten untersucht (Zhang et al., 2006).  
 
Die HIF-1α-Untereinheit ist Substrat des Enzyms Prolyl-4-Hydroxylase, das Sauerstoff als 
Ko-Faktor benötigt. So werden zwei Prolin-Reste in Position 402 und 564 im HIF-1α-Protein 
hydroxyliert und können vom von-Hippel-Lindau-Protein (pVHL) gebunden werden und über 
eine E3-Ubiquitin-Ligase nach Polyubiquitinylierung der proteasomalen Degradierung 
zugeführt werden (Salceda et al., 1996; Pacary et al., 2006).  
 
Hypoxie inhibiert diesen Prozess, da der Ko-Faktor für die Prolyl-4-Hydroxylase fehlt. Somit 
wird HIF-1α stabilisiert und kann an HIF-1β binden und in den Nukleus translozieren, um 
dort nach Bindung an das Hypoxie-responsible Element (HRE) über 60 verschiedene Gene zu 
aktivieren (Huang et al., 1998). Zu den durch Hypoxie regulierten Prozessen gehören die 
Glykolyse, Angiogenese, der Zellzyklus und die Erythropoese (Zhao et al., 2008). Unter 
anderem werden EPO, VEGF, PDGF-b, bFGF, bcl-2 (Zhu et al., 2005), BDNF und FGF-2 
(Kokaia and Lindvall, 2003) über HIF-1α induziert. 
                                                                                         
Diese physiologische Reaktion auf niedrige Sauerstoffkonzentrationen spielt eine zentrale 
Rolle für die Regulation der neuronalen Stammzellen und ist essentiell für eine normale 
Architektur des ZNS (Panchision et al., 2009). So führt ein Mangel an HIF-1α zu einer 
Beeinträchtigung der Bildung des Mesenzephalons (Milosevic et al., 2007). Der 
Sauerstoffgehalt der Umgebung kann HIF-1α-abhängig die Expression von Pluripotenzgenen 
regulieren, so dass wichtige Stammzellmarker wie Oct4, nanog und Sox2 bei Hypoxie 
vermehrt exprimiert werden (Szablowska-Gadomska et al., 2011). Auf diese Art und Weise 
ist Hypoxie direkt an der Gestaltung der neurovaskulären Nische beteiligt. Eine Optimierung 
der Expression nachgeschalteter durch HIF-1α aktivierter Faktoren wie  Nrp-1, CXCR4 und 






Abb. 1.4: HIF-1α-Signalweg. Bei Normoxie wird HIF-1α kontinuierlich an pVHL gebunden und 
durch Ubiquitinylierung der proteasomalen Degradation zugeführt. Der HIF-1 inhibierende Faktor 
(FIH) verhindert eine Bindung von HIF-1 an dem  Hypoxie-responsiven Element und verringert somit 
die Aktivierung von Zielgenen der Hypoxie. Fehlt jedoch der Sauerstoff für die Bindung an pVHL 
oder die Reaktion mit dem FIH, wird HIF-1α stabilisiert und zusammen mit HIF-1β (ARNT) in den 
Nucleus transloziert und kann dort die Zielgene der Hypoxie aktivieren (adaptiert nach Pacary et al., 
2006).  
 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass Hypoxie vielfältige, Zell- und Gewebe-typische 
Reaktionen auslöst, die bis jetzt noch nicht komplett verstanden und vor allem von dem 
Schweregrad der Hypoxie abhängig sind (Fan et al., 2009). Wichtiger Bestandteil ist jedoch 
die Regulation der Proliferation und Differenzierung von neuronalen Progenitorzellen, wobei 
bei murinen neuronalen Progenitorzellen die Neurogenese durch Hypoxie induziert werden 



















1.2.3 „Artifizielle“ Hypoxie in Zellkultur und Tiermodellen 
 
Die oben beschriebenen von HIF-1α-vermittelten Prozesse werden sowohl in vivo als auch in 
vitro eingesetzt, um die Neurogenese von neuronalen Stammzellen zusätzlich zu induzieren 
und Zellen vor Apoptose zu schützen.  
 
Dafür werden die Hypoxie-gesteuerten Effekte auf die Proliferation und Differenzierung von 
neuronalen Stammzellen genutzt. Es wurde bereits in einigen in vitro Systemen, wie bei 
mesenzephalen Rattenzellkulturen, beschrieben, dass Hypoxie die neuronale Differenzierung 
fördert (Zhang et al., 2006). Zu ähnlichen Resultaten führte die Überexpression von HIF-1α 
bei Normoxie (Zhao et al., 2008), was noch einmal die Rolle von HIF-1α bei der Induktion 
von Neuronen durch Hypoxie unterstreicht (Xie et al., 2005).  
 
Studer et al. (2000) berichteten über eine erhöhte Anzahl von neuronalen Zellen und zeigten 
trophische und proliferative Effekte von erniedrigtem Sauerstoff in neuralen Ratten-
Vorläuferzellen. Auch bei primären neuronalen Maus-Stammzellen konnte Hypoxie sowohl 
die Proliferation als auch die Differenzierung in Neurone steigern (Horie et al., 2008), 
allerdings trat auch ein vermehrter Zelltod auf – ein weiterer Indikator für die Zell- und 
Gewebe-spezifischen Reaktion auf Hypoxie.  
 
Auch in vitro werden die neuroprotektiven Effekte von Hypoxie genutzt. Murine neuronale 
Stammzellen, die vor einer Transplantation Hypoxie ausgesetzt waren, zeigten ein besseres 
Überleben als jene ohne hypoxische Präkonditionierung (Theus et al., 2008), so dass dies die 
therapeutische Effektivität einer Stammzelltransplantation entscheidend verbessern könnte.  
Nicht nur bei Stammzelltransplantationen kann Hypoxie eine Rolle spielen, sondern auch bei 
der Rekrutierung endogener neuronaler Stammzellen nach Neurodegeneration. So berichteten 
Santilli et al. (2010) von einer durch milde Hypoxie (2,5% und 5% O2) verbesserten 
Proliferation und Multipotenz humaner neuronaler Progenitorzellen (hNPZ), während 
schwere Hypoxie (1% O2) eine erhöhte Apoptoserate nach sich zog.  
 
Dies führte zu Spekulationen über die Rolle von Hypoxie bei neurodegenerativen 
Erkrankungen wie Morbus Parkinson, Morbus Alzheimer und Multipler Sklerose sowie bei 
akuten Hirnschäden wie einem Schlaganfall, einer Hirnblutung oder einer traumatischen 




Neurogenese im Hippocampus in einem Rattenmodell des Schlaganfalls, allerdings nur in 
jungen Ratten. Nakatomi et al. (2002) waren die ersten, die die Regeneration von 
hippocampalen Pyramidenneuronen in adulten Ratten nach einer globalen Ischämie 
beschrieben und die endogene Rekrutierung von neuralen Stammzellen nachweisen konnten. 
So kann milde Hypoxie im geschädigten Gewebe ruhende endogene neurale Stammzellen 
aktivieren und in das Gewebe integrieren (Zádori et al., 2011). Diese endogenen Zellen 
können Ansatzpunkt für eine Therapie mit neuroprotektiven oder neurotrophen Substanzen 
sein, die es dann ermöglichen, die regenerativen Fähigkeiten des neuronalen Gewebes weiter 
zu aktivieren (Sims et al., 2009).  
 
Dementsprechend erhöhen in vivo globale und fokale Ischämie die Proliferation und 
neuronale Differenzierung von Nervenstammzellen in der Subventrikulärzone (Arvidsson et 
al., 2002) und in der Subgranulärzone des Gyrus dentatus (Kee et al., 2001, Yagita et al., 
2001).  
 
1.2.4 Hypoxie und der Wnt-Signalweg 
 
Es bleibt dennoch die Frage, wie Hypoxie dazu in der Lage ist, über HIF-1α die Proliferation 
und Differenzierung von neuronalen Stammzellen zu lenken. Eine mögliche Antwort auf 
diese Frage kann der Wnt-Signalweg liefern (Zhang et al., 2011).  
 
Der Wnt-Signalweg ist in die Proliferation, Differenzierung, den Zelltod und die 
morphologische Umgestaltung von Axonwachstum, Synapsenbildung und 
Dendritenentwicklung involviert (Freese et al., 2010). Wenn ein Wnt-Ligand an einen 
Frizzled (Fz-)-Rezeptor bindet, wird einer der drei Wnt-Signalwege aktiviert.  
 
1. Wnt/β-catenin-Signalweg (kanonischer Signalweg) 
2. Planar-Cell-Polarity (PCP)-Signalweg 
3. Wnt/Ca2+-Signalweg 
Bei dem kanonischen Signalweg spielt β-Catenin eine zentrale Rolle. Es wird konstitutiv 
exprimiert und durch einen, aus GSK-3β, APC, Axin und CK1 bestehenden 
Degradationskomplex phosphoryliert und anschließend über die E3-Ubiquitin-Ligase-Einheit 
polyubiqutinyliert und dem proteasomalen Abbau zugeführt (Caspi et al., 2008). Aktiviert 




β-Catenins und dessen Translokation in den Nucleus (Novak und Dedhar, 1999). Dort bindet 
β-Catenin an TCF (T-cell factor) und LEF (lymphoid enhancer binding factor) und verdrängt 
den Repressor Groucho. Anschließend werden über Deazetylierung von Histonen, 
Chromatinverdichtung und Einbeziehung von Co-Aktivatoren, wie bcl, die Transkription von 
Wnt-Zielgene aktiviert (Coombs et al., 2008). 
 
 
Abb. 1.5: Der kanonische Wnt-Signalweg. Unter normalen Bedingungen wird β-Catenin 
kontinuierlich durch einen Degradationskomplex aus GSK-3β, APC, Axin und Dsh abgebaut. Bindet 
jedoch ein Wnt-Ligand an einen Fz-Rezeptor inhibiert dies die Anordnung des 
Degradationskomplexes, β-Catenin wird stabilisierend und in den Nucleus transloziert, wo es die Wnt-
Zielgene aktiviert (adaptiert nach Reya und Clevers, 2005). 
 
Der PCP- und der Wnt/Ca
2+
-Signalweg werden gemeinsam als “nicht-kanonischer” 
Signalweg bezeichnet, beide führen nach Aktivierung des Fz-Rezeptors durch einen Wnt-
Liganden zu intrazellulären, β-Catenin-unabhängigen Reaktionen. Während der Wnt/Ca2+-













mobilisiert (Sugimura und Li, 2010), wird beim PCP-Signalweg über eine Rho-GTPase und 
JNK eine kurzfristige Reorganisation des Zytoskeletts induziert (Wansleeben et al., 2011). 
Für die Hypoxie-induzierten Veränderungen in hNPZ ist der kanonische Signalweg von 
besonderer Bedeutung. HIF-1α kann den Wnt/β-Catenin-Signalweg unterstützen, in dem es 
die β-Catenin-Aktivierung steigert und die Expression von LEF und TCF in neuronalen 
Stammzellen fördert. Eine Deletion von HIF-1α führt zu einer Behinderung von Wnt-
abhängigen Prozessen wie der Proliferation und Differenzierung (Mazumdar et al., 2010). 
 
GSK-3β spielt eine essentielle Rolle in der Degradation von β-Catenin und damit in der 
Regulierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges. Daher sind GSK-Inhibitoren von besonderem 
Interesse, da mit ihrer Hilfe der kanonische Signalweg und somit die Proliferation und 
Differenzierung moduliert werden kann (Schmöle et al., 2010). So ein GSK-Inhibitor ist auch 
Erythropoetin, das gleichzeitig durch HIF-1α reguliert wird (Li et al., 2004).  
 
1.3 Erythropoetin und das Gehirn 
 
1.3.1 Erythropoetin – ein Gewebe-protektiver Faktor 
 
Erythropoetin (EPO) gehört zur Klasse I der Zytokin-Superfamilie (Chen et al., 2006) und ist 
klassischerweise dafür bekannt die Erythropoese sauerstoffabhängig zu regulieren (Liu et al, 
2006). Es ist ein aus 165 Aminosäuren bestehendes globuläres Glykoprotein-Hormon mit vier 
α-Helices und wird auf Chromosom 7 mit einer einzelnen Kopie verschlüsselt und hat ein 
Molekulargewicht von 30,4 kDa. Die Aktivität des Hormons wird durch vier glykosylierte 
Seitenketten bestimmt (Maiese et al., 2005). EPO wird in der fetalen Leber und der adulten 
Niere gebildet (Zanjani et al., 1977, Dame et al., 1998). 
 
Der EPO-Rezeptor besteht aus 508 Aminosäuren und besitzt eine extrazelluläre Domäne, eine 
einzelne Transmembrandomäne sowie eine intrazelluläre Domäne und ist als homodimerer 
Rezeptor angeordnet (Noguchi et al., 1991). 
 
Nach Bindung von EPO an seinen Rezeptor dimerisiert dieser und assoziiert sich mit JAK2, 
was zu einer Autophosphorylierung der zytoplasmatischen Domäne des EpoR und zur 
Aktivierung verschiedenster Signalwege wie PI-3K/Akt, MAP/MAPK und STAT5 führt. 






Abb. 1.6: EPO-Signalweg. Nach Aktivierung des EPO-Rezeptors durch EPO, HIF oder andere 
Stimuli erfolgt die intrazelluläre Aktivierung verschiedener Signalwege. Von besonderem Interesse 
sind die Aktivierung der HIF-1-Transkription, die aktivierten anti-apoptotischen Prozesse und die 


















































Masuda et al. (1993) konnten erstmalig nachweisen, dass der EpoR nicht nur auf 
hämatopoetischen Zellen exprimiert wird, sondern auch auf neuronalem Gewebe.  
In den darauffolgenden Jahren wurden EPO und sein Rezeptor auf verschiedensten Geweben 
nachgewiesen. Es fand sich eine lokale EPO-Produktion im Hippocampus, der Capsula 
interna, dem Cortex und dem Mesenzephalon. Der EpoR wurde auf Neuronen, Astrozyten 
und Mikroglia gefunden (Maiese et al., 2005, Arcasoy et al., 2008), wobei neuronale 
Stammzellen höhere Level an EPO-Rezeptor aufweisen als differenzierte Neurone (Chen et 
al., 2007). 
Auch in anderen Geweben wie dem Herz (Wu et al., 1999), der Niere (Westenfelder et al., 
1999) und der Retina (Grimm et al., 2002) konnte der EPO-Rezeptor nachgewiesen werden.  
 
EPO zeigte sowohl in vivo als auch in vitro in Modellen für schwere Hypoxie neuroprotektive 
und neuroregenerative Eigenschaften, in dem es anti-apoptotisch und anti-inflammatorisch 
wirkt (van der Kooij et al., 2008). 
Dies gab Anlass dazu, EPO nicht länger als reines hämatopoetisches Hormon sondern als 
pleiotropes, Gewebe-protektives Zytokin anzusehen (Savino und Ciliberto, 2004), dass auch 
die Blut-Hirn-Schranke überwinden kann (Brines et al., 2004). 
 
 
1.3.2 Erythropoetin als neuroprotektiver Faktor 
 
EPO ist nicht nur wichtig bei der Neuroprotektion und Neuroregeneration gefährdeter 
beziehungsweise bereits geschädigter Nervenzellen (Demers et al., 2005), sondern ist auch für 
die normale Proliferation und Aufrechterhaltung der neuronalen Stammzellen (Chen et al., 
2007) und Entwicklung des ZNS notwendig (Yu et al., 2002). Somit könnte EPO zusätzlich 
zu Wachtumsfaktoren in der Zellkultur supplementiert werden, um die Differenzierung zu 
induzieren oder zu verstärken. 
 
Da EPO durch Hypoxie induziert wird, haben sowohl Studer et al. (2000) als auch Shingo et 
al. (2001) versucht, die durch Hypoxie in embryonalen Rattenzellen verursachten 
Veränderungen der Proliferation und Differenzierung mit EPO bei Normoxie zu imitieren. 
Diese potentiell neuroprotektiven Eigenschaften (Rabie und Marti, 2008) wurden in einer 
Reihe verschiedenster Krankheitsmodelle getestet, darunter unter anderem: zerebrale 




2007), Schizophrenie (Ehrenreich et al., 2004), intrazerebrale Blutung (Grasso et al., 2009, 
Seyfried et al., 2009), retinale Degeneration (Grimm et al., 2004), Schädel-Hirn-Trauma 
(Shein et al., 2008, Xiong et al., 2010) und Morbus Parkinson ( Xue et al., 2007). 
 
Allerdings ist bis jetzt noch nicht genau geklärt, wie EPO in vivo auf das ZNS wirkt. Es 
könnte über eine vermehrte Erythropoese eine besseren Sauerstoff- und Eisenversorgung des 
ZNS induzieren. Genauso denkbar wäre eine direkte anti-apoptotische Wirkung von EPO auf 
die Neurone oder eine Änderung des Mikromilieus über die Wirkung von EPO auf Astroglia 
oder Blutgefäße (Brines und Cerami, 2005, Ghezzi und Brines, 2004). 
 
Am vielversprechendsten schien die Therapie der akuten zerebralen Ischämie mit EPO (Sirén 
et al., 2009). Eine Meta-Analyse von 16 Tierstudien über die Therapie von Schlaganfällen mit 
EPO bestätigte die Effizienz von EPO (Minnerup et al., 2009). Jedoch konnte eine multi-
zentrische EPO-Studie bei Schlaganfallpatienten diese Erwartungen nicht erfüllen, es gab im 
Gegenteil sogar häufiger tödliche Komplikationen als in der Kontrollgruppe (Ehrenreich et 
al., 2009). Obwohl eine genaue Ursache nicht eruiert werden konnte, können unter anderem 
Multimorbidität und die Kombination von thrombolytischen Medikamenten mit EPO dies 
verursacht haben. 
 
Die Studie von Ehrenreich et al. (2009) unterstreicht den großen Nachteil der in vivo-
Applikation von EPO – nämlich seine primär erythropoetischen Eigenschaften, die 
gleichzeitig Nebenwirkungen wie hypertensive Entgleisung, Thromboembolie, die Formation 
von Antiköpern gegen EPO mit konsekutiver isolierter aplastischer Anämie (Maiese et al., 
2004) hervorruft.  
 
Daher sind nicht-erythropoetische, neuroprotektive EPO-Derivate wünschenswert, da diese 
möglichst die protektiven und anti-apoptotischen Eigenschaften von EPO behalten sollten, 
jedoch ohne die hämatopoetischen Nebenwirkungen (Brines et al., 2008). 
 
1.3.3 Neuroprotektive Derivate von Erythropoetin 
 
Es gibt verschiedene Ansätze nicht-erythropoetische, neuroprotektive Derivate von EPO zu 




hergeleitet sind, aber auch chemisch veränderte EPO-Substanzen wie Asialo-EPO (Wang et 
al., 2004) und CEPO (Leist et al., 2004). 
 
Asialo-EPO ist ein neuroprotektives EPO-Derivat, das durch die totale enzymatische 
Desialysierung von humanem rekombinanten EPO entstanden ist. Durch die Desialysierung 
hat Asialo-EPO eine sehr kurze Plasma-Halbwertszeit – so kurz, dass die Hämatopoese nicht 
aktiviert wird. Es kann die Blut-Hirn-Schranke überwinden und erwies sich in Modellen für 
zerebrale Ischämie und Rückenmarkskompression als neuroprotektiv (Erbayraktar et al., 
2003, Grasso et al., 2004). 
 
Carbamyliertes EPO (CEPO) ist ebenfalls ein nicht-erythropoetisches, neuroprotektives EPO-
Derivat (Leist et al., 2004). Sämtliche Lysine des humanen rekombinaten EPO-Moleküls 
werden durch Carbamylierung homocitrulliniert. CEPO hat keine Bioaktivität bei 
erythropoetischen Zellen und bindet nicht an den klassischen EPO-Rezeptor, ist aber 
neuroprotektiv (Noguchi et al., 2007). Es gibt Spekulationen über einen heterodimeren 
„neuronalen“ EPO-Rezeptor der eine Untereinheit aus dem klassischen EPO-Rezeptor besitzt 
und eine gemeinsame β-Untereinheit aus dem Heterozeptor, den GM-CSF, IL-3 und IL-5 
teilen (Brines et al., 2004). Allerdings ist die Existenz eines solchen Rezeptors umstritten (Um 
et al., 2006). 
 
Dennoch hat sich in vielen in vivo-Modellen gezeigt, dass CEPO neuroprotektiv ist. So 
zeigten Adembri et al. (2008) eine reduzierte Apoptoserate nach CEPO-Anwendung bei 
einem mechanischen Schädel-Hirntrauma in einem Rattenmodell. Ebenso in einem 
Rattenmodell konnte ein reduziertes Infarktvolumen nach intravenöser CEPO-Injektion bei 
Schlaganfall durch Doggrell et al. (2004) nachgewiesen werden. Bei schwerer chronische 
Hypoxie in Ratten konnte CEPO die Apoptoserate reduzieren ohne die Erythropoese der 
Versuchstiere zu verändern (Fantacci et al., 2006).  Auch bei der Hemisektion des 
Rückenmarks konnte durch intraperitoneale Injektion von CEPO ähnlich neuroprotektive 






Abb. 1.7: Aufbau des EPO-Rezeptors. Der „klassische“ EPO-Rezeptor ist ein homodimerer Rezeptor 
aus zwei identischen Untereinheiten, während der „neuronale“ EPO-Rezeptor, ein heterodimerer 
Rezeptor, aus einer „klassischen“ EPO-Rezeptoruntereinheit und einer Common-β-Kette der 




CEPO soll vor allem funktionale Defizite reduzieren, die durch Neuroinflammation nach 
Verletzung des Gewebes entstehen (Villa et al., 2007) und kann die Größe der Läsion und den 
Zellverlust begrenzen, in dem es die Angiogenese und Neurogenese fördert (Xiong et al., 
2011). 
 
Trotz allem sind die zellulären Vorgänge bei der neuroprotektiven Wirkung von CEPO noch 








Zellersatztherapien für neurodegenerative Erkrankungen, wie Morbus Huntington oder 
Morbus Parkinson, erfordern die Anwendung humaner neuronaler Progenitorzellen (hNPZ). 
Jedoch sind die Zellkulturen von hNPZ im Sinne einer hohen „Ausbeute“ an Neuronen noch 
nicht sehr effektiv. So müssen die Zellkulturbedingungen optimiert werden, damit die Anzahl 
der zur Transplantation oder anderen Versuchen zur Verfügung stehenden Neurone erhöht 
werden kann.  
 
Während der embryonalen Entwicklung besteht eine geringere O2-Konzentration im Gehirn 
von 1% bis 5% O2, während die Standardzellkultur von 20% O2 wie in der Raumluft zum 
Maßstab hat. Studien an murinen Zelllinien zeigten einen positiven Einfluss von Hypoxie auf 
neuronale Zellkulturen, im Sinne einer erhöhten Proliferationsrate, einer gesteigerten 
Neurogenese und einer reduzierten Apoptoserate. Daher sollte im Rahmen dieser Arbeit 
evaluiert werden, welchen Einfluss verminderte Sauerstoffkonzentrationen und EPO auf die 
Proliferation und die Differenzierung von hNPZ haben und durch welche Mechanismen diese 
reguliert werden. Dafür wurden die folgenden Aspekte genauer untersucht:  
 
 
 die Expression von HIF-1α und des EPO-Rezeptors bei hNPZ 
 die Proliferation und die metabolische Aktivität der hNPZ  
 der Zellzyklus und die Differenzierung der hNPZ 
 die Apoptoserate der hNPZ, um eine anti-apoptische Aktivität von Hypoxie und EPO 
zu verifizieren 
 mögliche Mechanismen und Schlüsselfaktoren für die Wirkungsweise von Hypoxie 
und EPO zu analysieren, wie zum Beispiel die Aktivierung anti-apoptotische Prozesse 
oder des Wnt-Signalweges 
 die neuroprotektiven Eigenschaften des EPO-Derivates CEPO 
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Agarosegelkammer    Mini-subII, Bio-Rad, München 
Analysewaage   MCBA 100 Sartorius, Göttingen 
Cell-Counter     CASY, Roche, Mannheim 
Duchflusszytometer     FACSCalibur, Becton Dickenson, Heidelberg 
Fluoreszenzmikroskop Biozero, Keyence, Neu-Isenburg 
Inkubator   Binder, Tuttlingen 
Kamera     DS2M, Nikon, Kingston, UK 
Kühlzentrifugen    Universal 30 RF (Rotor E1174); Hettich, Tuttlingen 
      Universalzentrifuge, Z383K, Hermle, Wehingen  
Luminometer      LB 9508, Berthold, Regensdorf, Schweiz 
Mikroskop     Eclipse, TS100, Nikon, Kingston, UK 
Nucleofector      NucleofactorII, Amaxa, Lonza, Köln 
pH-meter      Mettler-Toledo, Gießen 
Pipetten      Eppendorf, Hamburg 
plate reader      Magellan, Tecan, Crailsheim 
Schüttelinkubator    Thermomixer 5436; Eppendorf, Hamburg 
SDS-PAGE-Kammer    Criterion, Bio-Rad, München 
Semi-Dry-Transfer-Kammer   Trans-Blot SD, Bio-Rad, München 
Spannungsquelle    PowerPacHC, Bio-Rad, München 
Sterilwerkbank    Antares 48, Heraeus, Berlin 
Tischzentrifugen   Mikroliterzentrifuge, Z233MK-2, Hermle, Wehingen 
Vakuumpumpe   Univac Pumpstation; UniEquip, Martinsried 




                                            
1
 Sämtliche genannten Produkte werden ohne ®- oder ™-Bezeichnung aufgelistet. Nicht genannte Zeichen 
schließen nicht aus, dass es sich um geschützte Produkte handelt. 
 




CellQuest Pro (BD Bioscience) 
Graph Pad Prism 5 
Microsoft Office 2003 
NCBI Database (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) 
 
3.1.3 Verbrauchsmaterialien 
Plastik- und Verbrauchsmaterialien wurden von folgenden Firmen bezogen: Greiner, 
Solingen; Falcon/Becton Dickinson, Heidelberg; Eppendorf, Hamburg; Braun, Melsungen; 
Sarstedt, Nümbrecht; Roth, Karlsruhe. 
 
 
Criterion Precast Gel     BioRad, München   
FACS-Röhrchen 5ml     Falcon/Becton Dickinson, Heidelberg 
Handschuhe, nitril     Kimberly-Clark, Koblenz 
Kyroröhrchen      Nunc, Roskilde, DK   
Nitrocellulosemembran, Hybond-ECL  Amersham, Freiburg 
Pipettenspitzen 10, 100, 1000 µl   Eppendorf, Hamburg 
Reaktionsgefäße 1,5 ml    Eppendorf, Hamburg 
Reaktionsgefäße 15, 50 ml    Falcon/Becton Dickinson, Heidelberg 
Whatman Filterpapier 58*58cm   GE Healthcare, Dassel 
Zellkulturschalen mit 6-,24-,48- Kavitäten  Greiner Bio-One, Solingen 
Zellkulturflasche T75     Greiner Bio-One, Solingen 
Zellkulturpipetten 5,10, 25ml   Greiner Bio-One, Solingen 
             
3.1.4 Chemikalien 
Regelmäßig genutzte Basis-Chemikalien wurden, wenn nicht anders angezeigt, von 
Calbiochem, Merck, Darmstadt; Fluka, Sigma-Aldrich, Hamburg; Merck, Darmstadt; Sigma-
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3.1.4.1 Zellkulturmedium, Pufferlösungen und Wachstumsfaktoren 
 
DMEM  
(Dulbecco´s Modified Eagle Medium) 4,5g/l Glucose Invitrogen, Darmstadt 
DMEM/F12        Invitrogen, Darmstadt 
GlutaMax       Gibco/Invitrogen, Darmstadt 
Heparin-Natriumsalz      Invitrogen, Darmstadt 
Pen/Strep 100x       PAA Laboratories, Cölbe 
Gentamycin        Invitrogen, Darmstadt 
B27         Invitrogen, Darmstadt 
bFGF         Roche, Mannheim 
EGF         Roche, Mannheim 
HBSS (Hank’s balanced salt solution)    Invitrogen, Darmstadt 
FCS (Fetales Kalbsserum)      Invitrogen, Darmstadt 
Trypsin/EDTA       Invitrogen, Darmstadt 
Trypsin-Inhibitor       Sigma-Aldrich, Hamburg 
 
Trypsin/Benzonase-Lösung                                
25U/ml Benzonase in Trypsin-EDTA 
Trypsin-Inhibitor/Benzonase-Lösung                              
1% HSA, 25U/ml Benzonase, 0.55 mg/ml Trypsin-Inhibitor in DMEM/F12 
 
Benzonase        Merck, Darmstadt 
Maus-Laminin                                                            Trevigen, Gaithersburg, USA 
hrEPO        R&D Systems, Minneapolis, USA 
        Bestellnr.: 287-TC 
ERYPO       Janssen-Cilag, Neuss 
        Bestellnr.: ERYPO 3000 FS, N3 
CEPO Lundbeck, Valby, DK, 
                                                                                        Charge CMC-A-0013 (nicht frei 









RIPA-Puffer (Lysepuffer für die Proteinextraktion, Radioimmunoprezipitations-Assay-Puffer) 
20 mM Tris pH 7.4 
137 mM NaCl 
0.1% SDS 
0.1% Natriumdesoxycholat 
1% Triton X-100 
10% Glycerol 
2 mM EDTA 
1 mM EGTA 
1 mM NaF 
20 mM Natriumpyrophosphate 
Protease- und Phosphatase-Inhibitor-Cocktail (Roche; Mannheim) 
 
5-facher Probenpuffer für SDS-PAGE 
50 nM Tris  
2% SDS  
5% Glycerol  
5% β-Mercaptoethanol  
0.2 mg/ml Bromphenolblau 
 
Elektrophoresepuffer 
250 mM Tris  
188 mM Glycin  
3,5 mM SDS 
  
SDS-Transferpuffer 
48 mM Tris  
39 mM Glycin  
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Blocklösung für Western Blot 
TBST mit 2% BSA (Roth) 
 
TBS 
20 mM Tris-HCl  
150 mM NaCl, pH 7,6 
TBST 
TBS mit 0,1% Tween 20 
 
Fixierungslösung für FACS 
1% PFA in PBS 
 
Saponinpuffer für FACS 
0.5% BSA 
0.5% Saponin 
0.02% NaN3 in PBS 
 
Waschpuffer für FACS 
0.5% BSA 
0.02% NaN3 in PBS 
 
TUNEL-Permeabilisationslösung (FACS) 
 0,1% Triton X-100 in 0,1% Natriumzitrat 
 
PBS 
137 mM NaCl 
2.7 mM KCl 
8.1 mM Na2HPO4 
1.5 mM KH2PO4 
 
Waschpuffer für ELISA 
0.05% Tween 20 in PBS, pH 7.2-7.4 
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IC-Diluent #1/Blocklösung für ELISA 
1% BSA in PBS, pH 7.2-7.4 
 
IC-Diluent #4 für ELISA 
1 mM EDTA 




βIII-Tubulin, TuJ1, SC-51670, Santa Cruz, Heidelberg (1:100) 
Actin; AC-15; Sigma-Aldrich, Hamburg (1:10000)  
Bcl-2 (C2); SC-7382, Santa Cruz, Heidelberg (1:500) 
EPO-Rezeptor (M20); SC-697, Santa Cruz, Heidelberg (1:1000) 
GAPDH; SC-32233, Santa Cruz, Heidelberg (1:2500) 
HIF1α, SC-10970, Santa Cruz, Heidelberg (1:500) 
 
Sekundäre Antikörper 
Alexa Fluor 488, goat@mouse, A-11029, Invitrogen, Darmstadt (1:10000) 
Alexa Fluor 680, goat@rabbit, A-21076, Invitrogen, Darmstadt (1:10000) 
Alexa Fluor 800, goat@mouse, A-21057, Invitrogen, Darmstadt (1:10000) 
IRDye 800CW, goat@mouse, Rockland 610-131-003, BIOMOL, Hamburg (1:10000) 




Amaxa Nucleofector Kit V, VCA-1003, Amaxa, Lonza, Gaithersburg, USA) 
Bicinchonicinsäureassay, Nr. 23225, Pierce, Thermoscientific, Rockford, USA 
Dual Luciferase Assay Kit, E1910, Promega, Madison, USA 
In Situ Cell Death Detection Kit, Nr. 1168-4795-910, Roche, Mannheim 











3.2.1.1 Kultur der ReNcell VM-Zellen 
 
Für die Studien über Proliferation und Differenzierung humaner neuronaler Progenitorzellen 
wurden ReNcell VM-Zellen (nachfolgend VM-Zellen genannt) verwendet, die ReNeuron 
(Guildford, UK) zur Verfügung stellte und durch Millipore (Billerica, USA) vertrieben 
werden. Die VM-Zellen sind eine mit v-myc retroviral immortalisierte Zelllinie, die aus dem 
ventralen Mittelhirn eines zehn Wochen alten humanen Fötus generiert wurde. Die adhärente 
Zelllinie wird bei 5% CO2 und 37°C in laminierten Kulturschalen (Laminin, Trevigen, 
Gaithersburg, USA) kultiviert (Hoffrogge et al., 2006, Donato et al., 2007). Die Dauerkultur 
der VM-Zellen erfolgte in T75-Flaschen, eine Passage der Zellen geschah bei 80-85% 
Konfluenz. Dafür wurden die Zellen mit HBSS gewaschen und anschließend für rund zwei 
Minuten mit Trypsin/Benzonase behandelt. Es folgte eine mikroskopische Kontrolle des 
Ablösens der Zellen. Das Ergänzen von Trit/Benz resultiere im Abstoppen der Reaktion. 
Anschließend folgte eine Resuspension der Zellen und eine Zentrifugation für 5 min bei 
Raumtemperatur und 1500 rpm. Nach Verwerfen des Überstandes wurde das Zellpellett in 10 
ml Proliferationsmedium resuspendiert. Die Bestimmung der Zellzahl erfolgte mittels CASY-
Cell-Counter (s. 3.2.2) und mit nachfolgender Überführung der Zellen in eine laminierte T75-
Flasche. Die Versuche mit den VM-Zellen wurden in Laminin beschichteten Kulturschalen 
verwendet. Die jeweilige Größe der Kulturschale ist bei den einzelnen Methoden aufgeführt. 
Für die Beschichtung wurde das Laminin 1:100 mit kaltem DMEM/F12 verdünnt und in die 
Kulturschale pipettiert, so dass der Boden vollständig bedeckt war. Die Lamininlösung musste 
mindestens eine Stunde bei 37°C inkubieren, anschließend erfolgte die Entfernung der 
Lösung sowie ein Waschen der Kulturschalen mit HBSS, danach konnten die VM-Zellen 
ausplattiert werden. Das Proliferationsmedium enthielt zwei Wachstumsfaktoren: basic 
Fibroblast Growth Factor (bFGF) und Epidermal Growth Factor (EGF). Ein Entzug der 
Wachstumsfaktoren induzierte die Differenzierung, dafür wurden die Zellen mit HBSS 
gewaschen und Differenzierungsmedium wurde hinzugefügt. Ein justierbarer Inkubator, 
dessen Sauerstoffgehalt mittels Stickstoffzufuhr auf 3% O2 reduziert wurde, diente für die 
Hypoxie-Studien. Die Versuche mit EPO erfolgten sowohl mit humanem rekombinanten 
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Erythropoitin (hrEPO), dass ausschließlich für den wissenschaftlichen Gebrauch gedacht ist, 
als auch mit dem Medikament Epoitin α (ERYPO). 
 
3.2.1.2. Kultur der HCD-57-Zellen 
 
Die murine EPO-abhängige Zelllinie HCD-57 (Bittorf et al., 1997) wurde als Positivkontrolle 
ausgewählt. Dies ist eine Suspensionszelllinie und die Zellen wurden in RPMI-Medium unter 
Zugabe von 10% FCS und 1% Gentamycin sowie verschiedene EPO-Mengen kultiviert. Die 
HCD-57-Zellen dienten als Kontrolle für Western Blots des EpoR als auch für 
Proliferationsstudien unter EPO-Applikation.  
 
3.2.1.3 Kultur der HEK-293-Zellen 
 
HEK-293-Zellen wurden als Negativkontrolle des EpoR für die Western Blots genutzt, da 
diese Zelllinie den EpoR nicht exprimiert (Kirkeby et al. 2007). Die HEK-293-Zellen wurden 
in T75-Flaschen kultiviert. Für die Proteinextraktion erfolgte das Ablösen der Zellen mit 2,5 
ml Trypsinogen/Benzoase, nach der Inkubation wurde die Reaktion mit 5 ml HEK-293-
Zellkulturmedium abgestoppt. Anschließend wurden die abgelösten Zellen in einem 15 ml-
Reagenzröhrchen wieder resuspendiert, die Proteinextraktion und –bestimmung erfolgt wie 




Zur Analyse der Proliferation der VM-Zellen kam der CASY-Cell-Counter zur Anwendung. 
Für den Zellproliferation-Assay wurden 10.000 VM-Zellen pro Kavität einer laminierten 48-
Kavitäten-Kulturschale ausplattiert. Nach 24 Stunden Proliferation erfolgten ein Waschschritt 
mit HBSS und ein Medienwechsel zu Proliferationsmedium mit verschiedenen EPO-
Konzentrationen. Als Kontrolle wurde für hrEPO humanes Serumalbumin (HSA) benutzt, da 
dies das Lösungsmittel für hrEPO ist. Für ERYPO wurde PBS genutzt, da Epoitin α in einer 
Salzlösung suspendiert ist. Zusammen mit der EPO-Applikation erfolgte auch der Wechsel zu 
Hypoxie, so dass sowohl der Einfluss der Epo-Applikation als auch der Einfluss der Hypoxie 
und eine Kombination von beidem zu vergleichen waren. Zu diesem Zeitpunkt erfolgte eine 
Nullwertmessung, anschließend wurden über drei Tage alle 24 Stunden pro Kondition drei 
Proben gemessen. Für die Bestimmung der Zellzahl wurden die Zellen mit HBSS gewaschen 
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und mit Trypsin/Benzonase-Lösung behandelt. Ein Ablösen der Zellen wurde unter 
mikroskopischer Kontrolle bestätigt, bevor die Reaktion mit Trypsin-Inhibitor/Benzonase-
Lösung abgestoppt wurde und die Zellen resuspendiert wurden. Die Zellsuspension wurde 
1:200 mit CASYton verdünnt (50 µl Zellsuspension und 10 ml CASYton). Die Zahl der 
lebenden Zellen wurde dann mit dem CASY-Cell-Counter bestimmt. Der CASY-Cell-
Counter arbeitet mit einer Exklusionsmethode für elektrische Ströme (electric current 
exclusion method). Diese Methode basiert auf den verschiedenen elektrischen Eigenschaften 
lebender Zellen, die in CASYton (Innovatis, Deutschland), einem isotonischen und iso-
osmotischen Elektrolyt, suspendiert sind.  Als Kontrolle für den Zellproliferations-Assay 
wurden HCD-57-Zellen verwendet, da diese EPO-abhängig proliferieren. Es wurden 5000 
Zellen/Kavität auf einer 48-Kavitäten-Kulturschale ausplattiert. Die Epo-Applikation erfolgte 
bereits mit dem Ausplattieren der Zellen, da für die HCD-57-Zellen Epo essentiell ist. Die 
Suspensionszellen wurden in ein Eppendorf-Röhrchen überführt, zentrifugiert und in Medium 
resuspendiert. Danach erfolgten ebenfalls eine Verdünnung mit CASYton und eine Messung 
mit dem CASY-Cell-Counter. 
 
3.2.3 Die Messung der metabolischen Aktivität mit dem WST-1-Assay 
 
Die metabolische Aktivität wurde durch das Reagenz WST-1 (Roche, Deutschland) bestimmt. 
Dieser kalorimetrische Assay misst die metabolische Aktivität der viablen Zellen basierend 
auf der Zunahme des Formazanprodukts von WST-1, das durch die Metabolisierung von 
WST-1 durch mitochondriale Dehydrogenasen in lebenden Zellen entsteht. Die Zellen wurden 
für drei Tage in 96-well-Platten proliferiert, woraufhin ein Mediumwechsel zu 
Differenzierungsmedium erfolgte. Die Zellen wurden entweder in 20% oder 3% O2 für einen 
zusätzlichen Zeitraum von 24h oder 72h kultiviert. Das WST-1-Reagenz wurde mit einer 
finalen Verdünnung von 1:10 hinzugegeben und die Zellen inkubierten 2 weitere Stunden. 
Die Absorption des durch die metabolische Aktivität der Zellen entstehenden 
Formazanproduktes wurde bei einer Wellenlänge von 450 nm mit einem Photometer (Tecan, 
Crailsheim, Deutschland) bestimmt. Die optischen Dichte wurden verglichen, indem diese auf 












Die Proteinanalyse erfolgte mit Gesamtzelllysaten. Dafür wurden die VM-Zellen auf 6-
Kavitäten-Platten kultiviert und je nach Versuch proliferierende, differenzierte, mit EPO- oder 
Hypoxie-behandelte Zellen extrahiert. Die Zellen wurden mit HBSS gewaschen, und mit 
eiskaltem RIPA-Puffer, der einen Protease- und Phosphatase-Inhibitor-Mischung (Roche, 
Mannheim, Deutschland) enthielt, 10 min auf Eis inkubiert. Die anschließende Zentrifugation  
der VM-Zellen erfolgte für 5 min bei 4°C und 15.000 rpm und der Überstand stand für die 




Die Proteinmenge der Lysate wurde mit dem Bicinchoninsäure Assay (BCA
TM
, Pierce, 
Rockford, IL, USA) ermittelt. Zu 10 µl Gesamtzelllysat wurden 200 µl BCA-Reagenz 
hinzugefügt und bei 37°C 1h inkubiert. Die Methode basiert darauf, dass BCA mit 
einwertigen Kupferionen eine violette Komplexverbindung eingeht. Die quantitative 
Proteinbestimmung erfolgt über die Umwandlung von zweiwertigem Kupfer zu einwertigem 
Kupfer in Anwesenheit von Proteinen. Das nun enstandene einwertige Kupfer kann dann mit 
BCA reagieren und nachfolgend kann die Absorption bei 570 nm mit dem Photometer 
(Tecan, Crailsheim, Deutschland) an Hand eines BSA-Konzentrationsgradienten quantifiziert 
werden.  
 
3.2.4.3 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE) 
 
Die zu untersuchenden Proben wurden in 5-fachem Probenpuffer verdünnt und 5 Minuten bei 
95°C erhitzt, was zur Denaturation der Proteinen führte. Desweiteren sind die Proben durch 
das Detergenz SDS im Probenpuffer negativ geladen, so dass die Proteine in der folgenden 
Gelelektrophorese allein nach der Größe aufgetrennt werden.  
Dafür wurde eine Elektrophorese-Kammer mit Elektrodenpuffer gefüllt und das vorgefertigte 
SDS-PAGE-Gel mit 4-15% Tris-HCl (Criterion Precast, Bio-Rad, München, Deutschland) 
eingesetzt. Anschließend wurden die Probe aufgetragen und eine Spannung von 120V für 120 
Minuten angelegt, woraufhin die negativ geladenen Proben zur Kathode wandern und 
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proportional zu ihrem Molekulargewicht aufgetrennt werden. Als Referenzbande für das 
Molekulargewicht diente der Marker peqlab peqGOLD Prestained Protein Marker (PEQLAB, 
Erlangen Deutschland).  
 
3.2.4.4 Western Blot 
 
Die durch SDS-PAGE getrennten Proben wurden mit einem Semi-Dry Blotting System 
(Trans-BlotSD, Bio-Rad, Münschen, Deutschland) auf eine Nitrocellulose-Membran 
(Hybond-ECL, Amersham) transferiert. Dafür wurde sowohl Nitrocellulosepapier als auch 
Whatman Filterpapier (Whatman, Dassel, Deutschland) für 15 min in SDS-Transferpuffer 
eingeweicht. Anschließend wurde das Whatman Filterpapier, die Nitrocellulose-Membran, 
dann das Elektrophoresegel und zum Abschluss ein weiteres Whatman Filterpapier auf die 
Anode geschichtet. Nach dem Anschluss der Kathode wurde für 120 min eiene Stromstärke 
von 0,09A angelegt. Nach Abschluss des Blotting-Verfahrens wurde die Membran mit TBST, 
dass 0,1% Tween und 5% Milchpulver enthielt, für eine Stunde bei Raumtemperatur geblockt. 
Danach folgte die Inkubation über Nacht mit dem primären Antikörper (Maus-monoklonal 
anti-bcl-2 (C2), 1:500, rabbit polyclonal anti-EpoR (M20), 1:1.000, mouse monoclonal anti-
GAPDH, 1:2.500, mouse monoclonal anti-Actin (AC-15), 1:10.000, mouse monoclonal anti-
HIF-1α 1:500, alle Santa Cruz) in Blocklösung. Anschließend wurden die Blots dreimal mit 
TBST (Tris-HCl, pH 7,6, Tween 20) gewaschen und mit Fluoreszenz-markierten 
Sekundärantikörpern (Alexa Fluor 680 goat anti-rabbit IgG 1:10.000, Alexa Fluor 800 goat 
anti mouse IgG 1:10.000 (alle von Molecular Probes, USA) und IRDye 800CW konjugierten 
affinity purified goat-anti-mouse und goat anti rabbit IgG (Rockland, BIOMOL, Hamburg, 
Deutschland), 1:10.000) für 2h bei Raumtemperatur gefärbt und anschließend erneut dreimal 
gewaschen. Als Molekulargewichtsmarker wurder prestained peqGOLD marker IV 
(PEQLAB, Erlangen, Deutschland) benutzt. Visualisierung und Quantifizierung wurde mit 
dem Odyssey Infrared Imaging System (LICOR Biosciences GmBH, Bad Homburg, 
Germany) durchgeführt. Die Immunoblots wurden bei einer Wellenlänge von 700 nm für 
Alexa Fluor 680-markierte Antikörper und bei 800 nm für Alexa Fluor 800-  und IRDye 
800CW-markierte Antikörper gescannt, dabei wurde die Odyssey Software Version 1.2 
genutzt. Die Expression von β-Aktin und GAPDH wurden zur Normalisierung benutzt. Die 
Werte wurden auf 1 normalisiert und somit die relativen Expressionslevel der Zielproteine 
berechnet. 
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3.2.4.5 Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) 
 
Die Bestimmung des β-Catenin-Gehaltes der Gesamtzelllysate wurde mit dem Human Total 
β-Catenin ELISA DuoSet IC System (R&D Systems, Wiesbaden, Deutschland) nach 
Herstellerangaben durchgeführt. Am ersten Tag wurde eine ELISA-geeignete Mikrotiterplatte 
(Nunc, Langenselbold, Deutschland) mit 100 µl/Kavität Capture-Antikörper beschichtet und 
über Nacht inkubiert. Am nächsten Tag folgte nacheinander bei Raumtemperatur und durch 
Waschschritte unterbrochen die Applikation von Blocklösung, mit IC-Diluent # 4 aufgefüllten 
Proben, des Detektionsantikörpers, der Streptavidin-Lösung und Substratlösung, wobei die 
letzten beiden Schritte im Dunkeln inkubieren mussten. Als letztes wurde die Reaktion mit 
Stoplösung beendet und die Extinktion bei 450 nm mittels Photometer (Tecan, Crailsheim, 
Deutschland) gemessen. Eine Korrekturmessung erfolgte bei 570 nm. An Hand eines 
Standards wurde eine Eichgerade erstellt, und die β-Catenin-Menge ermittelt (Schmöle et al., 
2010). Die Messung der Extinktion beruhte darauf, dass die Menge des umgesetzten 
Substrates direkt proportional zur gebundenen Menge des Detektionsantikörpers und somit 






Für die Zellzyklusanalyse mittels Durchflusszytometrie wurden Zellen durch 
Trypsin/Benzonase-Lösung aus 6-Kavitäten-Kulturschalen gelöst, in denen sie bei Normoxie 
oder Hypoxie kultiviert wurden. Die Differenzierung wurde induziert, nachdem die Zellkultur 
eine Konfluenz von 80% erreicht hat. Zur Analyse wurden Proben zu verschiedenen 
Zeitpunkten abgelöst und mit eiskaltem Ethanol bei -20°C für eine Stunde fixiert. Vor der 
Durchflusszytometrie wurden die fixierten Zellen für 30 Minuten mit 1 mg/ml RNase A 
(Sigma-Aldrich, München, Deutschland) bei 37°C inkubiert. Danach folgte eine Markierung 
der DNA mit 50 µg/ml Propidiumiodid (PI) für 30 Minuten. Der DNA-Gehalt wurde mittels  
Durchflusszytometer (FACSCalibur, BD Bioscience, San Jose, CA, USA) gemessen und mit 
der Cell Quest Pro Software (BD Bioschience) analysiert. Bei der Durchflusszytometrie 
fließen die zu untersuchenden Zellen umgeben von Suspensionslösung in einem feinen Strahl 
durch einen Laserstrahl. Dabei verursacht jede Zelle eine Streuung des Laserstrahls, die als 
Forward Scatter, proportional zum Zelldurchmesser, und Side Scatter, proportional zur 
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Granularität der Zellen, zu messen sind. Außerdem kann die Fluoreszenz bei diversen 
Wellenlängen bestimmt werden. Durch diese Parameter lassen sich die zu untersuchenden 
Zellen bestimmen. Aggregierte Zellen (Doubletten) und Debris wurden durch den Forward 
Scatter angezeigt und vorher aus dem Data Set ausgeschlossen. Zur Quantifizierung der G1, S 
und G2/M-Phase wurden für jedes Experiment Einstellungen für 2n- und 4n-Gipfel bei 605 
nm an Hand der G1/S-Populationen definiert und auf alle Proben angewendet.  
 
3.2.5.2 Antikörperfärbung von neuronalen Proteinen 
 
Um den Einfluss von Hypoxie und EPO auf die Differenzierung der Zellen zu untersuchen, 
wurden die Zellen in 6-Kavitäten-Kulturschalen bis zu 80% Konfluenz kultiviert und im 
Anschluss differenziert und die Proben mittels FACS untersucht. Dabei wurden die hNPCs 
der Hypoxie in mehren Versuchsansätzen entweder während der Proliferation oder 
Differenzierung, oder bei beidem ausgesetzt. Die nachfolgende Analyse der neuronalen 




Für die Detektion von βIII-Tubulin+ Zellen wurden die Zellen abgelöst, bei 100 x g bei 




gewaschen, und für 15 Minuten mit 
1% PFA in PBS fixiert. Dann wurden die Zellen in Waschpuffer (PBS + 0,5% BSA, 0,02% 
Na-Azid) resuspendiert und bis zur Färbung bei 4°C gelagert. Für die Färbung wurden die 
Zellen nach einer Zentrifugation in einer Antikörperlösung (Saponinpuffer (PBS + 0,5% 
BSA, 0,02% Na-Azid, 0,5% Saponin) und βIII-Tubulin-Antikörper (Abcam, 1:100) verdünnt) 
resuspendiert und für 2h im Dunkeln bei Raumtemperatur auf einem Schüttler inkubiert. Der 
βIII-Tubulin Antikörper ist FITC-konjugiert. Vor der Zugabe von Waschpuffer wurden die 
Zellen zweimal in Saponinpuffer resuspendiert. Die Messung wurde mit dem FACSCalibur 
bei 488 nm in Kombination mit der Cell Quest Pro Software (BD, San Jose, USA) 
durchgeführt. 
 
3.2.5.3 TdT-mediated dUTP-biotin Nick End Labeling (TUNEL-Assay) 
 
Die apoptotischen Zellen in der Differenzierung wurden mit einem In Situ Cell Death 
Detection Kit (Roche, Mannheim, Deutschland) detektiert. Während der Apoptose 
fragmentieren Endonukleasen die Desoxyribonukleinsäure (DNS) und legen an den Enden der 
Bruchstücke die 3`-OH-Gruppen frei. Diese werden beim TUNEL-Assay durch 
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fluoreszierende Nukleotide detektiert, die durch das Enzym TdT an diese freien Enden 
gebunden werden. Der Gehalt der DNS-Bruchstücke lässt somit indirekt einen Rückschluss 
auf die Apoptose zu. Hier sollten die anti-apoptotischen Eigenschaften von EPO und Hypoxie 
während der Differenzierung untersucht werden. Dafür wurden die Zellen erneut in 6-well-
Kavitäten bis zu 80% Konfluenz kultiviert und die Differenzierung induziert, sowie dabei 
EPO und Hypoxie appliziert. Über 4 Tage wurden Zellproben gesammelt. Die mit 
Trypsin/Benzonase-Lösung abgelösten Zellen wurden für 15 Minuten bei Raumtemperatur 
auf einem Schüttler mit 1% PFA/PBS fixiert. Danach wurden die Zellen zentrifugiert und der 
Waschpuffer wurde hinzugefügt (0,2% HSA/HBS). Bis zur Messung wurden die Zellen bei 
4°C aufbewahrt. Für die Permeabilisierung und die Markierung wurden die Zellen 
zentrifugiert und mit PBS gewaschen, gefolgt von einer zweiminütigen Inkubation mit 
Permeabilisierungspuffer (0,1% Triton-X-100 in 0,1% Natriumzitrat) auf Eis. Nach einem 
zusätzlichen Waschschritt mit PBS wurden die Zellen für eine Stunde bei 37°C mit TUNEL 
Reaktionsmix inkubiert. Als Positivkontrolle dienten Zellen, die vorher 10 Minuten mit 
DNAse I behandelt wurden. Als Negativkontrolle diente eine Probe, die nur mit der Label-
Lösung behandelt wurde. Anschließend wurden die Zellen zweifach gewaschen und ein 
Endvolumen von 250 µl PBS wurde hinzugefügt. Die Proben wurden mit dem FACSCalibur 




Für die Analyse der TCF-Aktivität der VM-Zellen wurden 1x10
6
 Zellen mit dem 
p12xSuperTOPFlash-Vektor, der 12 TCF-Bindungsstellen enthält, dem p8xFOPFlash-Vektor, 
der eine mutierte TCF-Bindungsstelle enthält, sowie dem Renilla-Luciferase-Vektor phRL-
TK (freundlicherweise durch Randall T. Moon zur Verfügung gestellt) mit dem Amaxa-
Nucleofection System (Lonza, Köln, Deutschland) nach Herstellerangaben transfiziert. Als 
Positivkontrolle wurde der Vektor pCAGGS-S33Y, der auf Grund eines Austausches der 
Phosphorylierungsstelle Ser33 mit Tyrosin konstitutiv β-Catenin exprimiert (Kim et al., 
2000), benutzt. Nach der Transfektion proliferierten die Zellen auf laminierten 48-Kavitäten-
Platten, bis nach 24h EPO appliziert wurde und weitere 24h später wurde der Dual Luciferase 
Assay (Promega, Madison, USA) ebenfalls nach Herstellerangaben durchgeführt. Dafür 
wurden die Zellen mit PBS gewaschen und für 20 min bei Raumtemperatur mit einfachem, 
passivem Lysepuffer auf einem Schüttler inkubiert. Bis zur Messung wurden die Zellen bei -
80°C gelagert. Mit einem Luminometer (LB 9508, Berthold, Bad Wildbad, Deutschland) 
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wurde die Aktivität der Firefly-Luciferase des p12xSuperTOPFlash-Vektors sowie des 
p8xFOPFlash-Vektor gemessen und auf die Aktivität der konstitutiv exprimierten Renilla-
Luciferase normalisiert.  
 
 
3.2.7 Carbamyliertes Erythropoetin 
 
Die Substanz Lu AA24493, auch bekannt als carbamyliertes Erythropoetin (CEPO) wurde 
freundlicherweise von der Firma Lundbeck (Valby, Dänemark) für die Versuche zur 
Verfügung gestellt. Die Versuche zur metabolischen Aktivität, Proliferationsrate und 
neuronaler Differenzierung wurden analog zu EPO mit CEPO durchgeführt, wobei eine 
Menge von 1 IE/ml EPO 8 ng/ml CEPO entspricht. 
 
3.2.9 Statistische Analysen 
 
Die Ergebnisse werden als Mittelwert ± Standardfehler (SEM) von mindesten drei 
unabhängigen Experimenten angegeben. Die statistische Analyse der Daten erfolgte mittels 
GraphPad Prism 5 Software (GraphPad Prism. Inc., USA) und Excel (Microsoft, USA). Es 










4.1 Expression des Hypoxie-induzibaren Faktors-1α und des Erythropoetin-Rezeptors in 
hNPZ 
 
4.1.1 Die HIF-1α-Expression der hNPZ 
 
Um den Einfluss von Hypoxie und EPO auf die Proliferation und Differenzierung der hNPZ 
zu untersuchen, wurde im ersten Schritt analysiert, ob die Zellen den HIF-1α exprimieren. 
Zellen können mittels der Familie der Hypoxie-induziblen Faktoren – allesamt 
Transkriptionsfaktoren – auf Hypoxie reagieren. Daher wurde die Expression von Hypoxie-
induzierbaren Faktors-1α (HIF-1α), dem Schlüsselmolekül der zellulären Antwort auf 
Hypoxie,  in den VM-Zellen mittels Western Blot Analyse untersucht. HIF-1α wird 
kontinuierlich synthetisiert und unter normoxischen Bedingungen degradiert. Abbildung 4.1 
zeigt die Proteinexpression von HIF-1α in einer Zeitreihe vom Zeitpunkt Null, welcher den 
unter Normoxie proliferierenden Zellen entspricht, über die Zeitpunkte 1h, 3h, 1d, 2d, 3d und 
4d unter hypoxischen Kulturbedingungen jeweils mit und ohne der Applikation von EPO bei 
differenzierenden Zellen. Die EPO-Applikation führte zu keiner Veränderung der HIF-1α-
Proteinexpression bei keinem der gemessenen Zeitpunkte. Obwohl eine frühe Hochregulation 
nicht quantifiziert werden konnte, demonstriert die stabile Expression von HIF-1α, dass das 
System in der Lage ist auf Hypoxie zu reagieren. 
 
 
Abb. 4.1: Western Blot des HIF-1α bei proliferierenden hNPZ unter normoxischen Bedingungen 
sowie bei differenzierenden Zellen unter hypoxischen Zellkulturbedingungen in einem Zeitverlauf von 
1h bis 4d jeweils ohne (Minus) und mit (Plus) EPO-Applikation. Es konnte keine Hochregulation des 































4.1.2 Die EPO-Rezeptor-Expression der hNPZ 
  
Um den Einfluss von Hypoxie und EPO auf die Proliferation und Differenzierung der hNPZ 
zu untersuchen, wurde im zweiten Schritt analysiert, ob die Zellen den EPO-Rezeptor 
exprimieren. Die Gesamtzelllysate sowohl von proliferierenden als auch differenzierenden 
VM-Zellen wurden durch eine Western Blot-Analyse untersucht. Die differenzierten Zellen 
wurden unter normoxischen und hypoxischen Bedingungen kultiviert und außerdem mit EPO 
behandelt. Am dritten Tag der Differenzierung wurden die Zellen zur weiteren Proteinanalyse 
lysiert.      
    
Ein repräsentativer Scan eines Western Blots des EpoR ist in Abbildung. 4.2A dargestellt. Als 
Positivkontrolle wurde die EPO-Rezeptor-exprimierende Zelllininie HCD-57 und als 
Negativkontrolle die HEK-Zelllinie verwendet. Die Quantifizierung (Abb. 4.2B) der Banden 
mittels Analyse der Signalintensitäten und Vergleich mit den Referenzbanden ergab, dass der 
EpoR während Proliferation und Differenzierung kontinuierlich exprimiert wird und sein 
Gehalt weder durch Hypoxie noch EPO-Applikation alteriert wurde.  
 
 
Abb. 4.2: (A) Western Blot des EPO-Rezeptors bei proliferierenden sowie differenzierten hNPZ mit 
jeweiliger Applikation von EPO und/oder Hypoxie während der Differenzierung als auch die Positiv- 
und Negativkontrolle. (B) Quantifizierung der EPO-Rezeptor-Expression. Die EPO-
Rezeptorexpression wurde nicht durch EPO, Hypoxie oder den Differenzierungsprozess reguliert 










4.2 Keine Alteration der Proliferationsrate der hNPZ nach Exposition mit Hypoxie und 
EPO-Applikation 
 
4.2.1 Konstante Verdopplungszeiten von hNPZ nach Exposition mit Hypoxie und EPO 
 
Um einen Effekt von Hypoxie auf die Proliferation zu bestimmen, wurden die hNPZ entweder 
unter 20% oder 3% Sauerstoffgehalt kultiviert. Zusätzlich wurden ERYPO, ein in der Klinik 
angewandtes EPO, sowie hrEPO, ein ausschließlich zu wissenschaftlichen Zwecken benutztes 
EPO, in verschiedenen Konzentrationen appliziert. Alle 24 Stunden wurden Zellproben für 
eine Zellzahlbestimmung genommen. Bei einem Sauerstoffgehalt von 20% haben weder 
ERYPO noch hrEPO die Proliferationsrate im Vergleich zur Kontrolle verändert (Abb. 4.4). 
Ebenso konnten ERYPO und hrEPO bei 3% Sauerstoffgehalt die Proliferationsrate nicht 
verändern. Zusätzlich gab es keinerlei signifikante Unterschiede zwischen den Gruppen, die 
mit ERYPO (Abb. 4.4 A und B, Tab. 4.1) behandelt wurden. Dasselbe gilt für die Behandlung 
der hNPZ mit hrEPO (Abb. 4.4 C und D, Tab. 4.1).  
 
 
Abb. 4.3: Schema zu dem Versuchsaufbau. Führt die Kultivierung der hNPCs unter Hypoxie 






Abb. 4.4: Proliferationsrate der VM-Zellen unter normoxischen Bedingungen mit Applikation von 
ERYPO (A) und hrEPO (C) sowie unter hypoxischen Bedingungen mit Applikation von ERYPO (B) 
und hrEPO (D). Es konnte keine signifikante Alteration der Proliferationsrate nachgewiesen werden. 
Um den Effekt von Hypoxie zu untersuchen wurden unbehandelte Zellen von beiden Bedingungen 
verglichen und die Zellzahl/ml bestimmt. Die Proliferationskurven zeigten sehr ähnlich Resultate und 
keinen Unterschied zwischen normoxischen und hypoxischen Bedingungen. Der Vergleich der 
Verdopplungszeiten von behandelten und unbehandelten Zellen bei Normoxie und Hypoxie zeigte 
keinerlei signifikanten Unterschiede, obwohl es scheinbar eine verstärkte Proliferation bei 10 IE/ml 
ERYPO gab (A und B) (Mittelwert ± SEM, n=3-11).  
 
ERYPO 20% O2 3% O2 hrEPO 20% O2 3% O2 
Kontrolle 19,48 ± 1,39h 20,45 ± 1,53h Kontrolle 19,45 ± 4,23h 24,55 ± 2,47h 
10 IU/ml 11.76 ± 2.08h 15.12 ± 1.94h 0,05 U/ml 17,09 ± 1,89h 29,39 ± 1,03h 
50 IU/ml 17.46 ± 1.78h 19.28 ± 1.99h 0,5 U/ml 18,05 ± 2,07h 22,43 ± 1,60h 
100 IU/ml 18.77 ± 1.57h 19.69 ± 4.15h 5 U/ml 28,17 ± 6,85h 27,68 ± 2,34h 
300 IU/ml 26.38 ± 5.86h 20.57 ± 2.41h 15 U/ml 27,46 ± 6,06h 26,67 ± 5,38h 
 
Tab. 4.1: Vergleich der Verdopplungszeiten (h) der hNPZ (Mittelwert ± SEM, n=3-11). Die 
Applikation von ERYPO, hrEPO und Hypoxie resultierte in keiner signifikanten Veränderung. 
20% Sauerstoff




















































































Abb. 4.5: Direkter Vergleich der Proliferation und Verdopplungszeit unter normoxischen und 
hypoxischen Zellkulturbedingungen. Es gab keinen Unterschied zwischen den beiden Konditionen (p= 
0,64). Unbehandelte Zellen bei 20% O2 haben eine Verdopplungszeit von 19,48 ± 1,39h  und Zellen, 
die bei 3% O2 kultiviert wurden, wiesen eine Verdopplungszeit von 20,45 ± 1,53h  auf (Mittelwert ± 
SEM, n=11).  
 
 
4.2.2 Kontrolle des Proliferationsassays: EPO-abhängiges Wachstum der Hcd-57-Zellen 
 
Um die Effektivität von Epo zu verifizieren wurden außerdem HCD-57-Zellen analysiert. 
Dies ist eine murine Erythroleukämiezelllinie, die EPO-abhängig wächst und ohne EPO die 
Proliferation einstellt. Die Anwendung von ERYPO (0,1; 0,2 oder 0,3 IE/ml) resultierte in 
einem kontinuierlichen Wachstum der Zellen, während der Entzug von ERYPO die 
Proliferation stoppte (Tab. 4.2, Abb.4.6). 
 
ERYPO 20% O2 
Kontrolle 257,4 ± 64,43h 
0,1 IE/ml 22,87 ± 3,34h 
0,2 IE/ml 24,42 ± 3,07h 
0,3 IE/ml 28,87 ± 7,70h 
 
Tab. 4.2: Vergleich der Verdopplungszeiten (h) der HCD-57-Zellen (Mittelwert ± SEM, n=3). Ohne 
ERYPO proliferierten die Zellen nicht. 











































Abb. 4.6: Proliferation der Erythroleukämielinie Hcd-57. Nach EPO-Entzug stoppte diese Zelllinie die 
Proliferation. Der Test diente als externe Kontrolle des Proliferationsassays (Mittelwert ± SEM, n=3).   
 
 
4.3 Anstieg der metabolischen Aktivität der hNPZ nach Exposition mit Hypoxie und 
EPO 
 
4.3.1  Erhöhte metabolische Aktivität nach einem Tag Differenzierung mit EPO  
 
 
Abb. 4.7: Schema zu dem Versuchsaufbau. Welchen Einfluss hat Hypoxie auf die metabolische 
Aktivität der hNPZ? 
 
Um zu determinieren, ob Hypoxie allein oder in Kombination mit EPO die metabolische 
Aktivität differenzierender Zellen beeinflusst, wurde die Fähigkeit der mitochondrialen 
Dehydrogenasen getestet, WST-1 – ein Tetrazoliumderivat – in ein Formazaanprodukt 
umzuwandeln. Die Zellen wurden während der Differenzierung in Normoxie und Hypoxie 
kultiviert sowie verschiedene Konzentrationen von hrEPO (0,05 – 0,5 – 2,5 – 5 U/ml) und 
Hcd-57 Zellen





















ERYPO (10 – 25 – 50 – 100 – 300 IE/ml) appliziert. In der Literatur (Studer et al., 2000) 
werden Mengen zwischen 1 – 10 U/ml für Versuche mit Epo benutzt. Zum Angleichen der 
Versuchsbedingungen wurden nicht nur diese Konzentrationen verwendet sondern auch 
solche, die darüber und darunter lagen. Die Applikation von hrEPO unter normoxischen und 
hypoxischen Zellkulturbedingungen führte zu keiner Erhöhung der metabolischen Aktivität 
der VM Zellen, während ERYPO nach 24 Stunden unter normoxischen Bedingungen ab einer 
Konzentration von 25 IE/ml eine signifikante Zunahme der metabolischen Aktivität im 
Vergleich zur Kontrolle verursachte. Ein ähnlicher Anstieg der metabolischen Aktivität ließ 





Abb. 4.8: Die metabolische Aktivität der hNPZ nach Differenzierung für 24h unter jeweils 
normoxischen und hypoxischen Zellkulturbedingungen mit Applikation von hrEPO und ERYPO. 
Unter Applikation von ERYPO war unter normoxischen Bedingungen ab 25 IE/ml und bei 
hypoxischen Bedingungen ab 100 IE/ml eine signifikante gesteigerte metabolische Aktivität zu 


































































































hrEPO 20% O2 3% O2 ERYPO 20% O2 3% O2 
Kontrolle 1,00 ± 0,00 1,00 ± 0,00 Kontrolle 1,00 ± 0,00 1,00 ± 0,00 
0,05 U/ml 1,09 ± 0,02 0,99 ± 0,06 10 IE/ml 1,09 ± 0,05 1,08 ± 0,07 
0,5 U/ml 1,05 ± 0,02 1,06 ± 0,04 25 IE/ml 1,11 ± 0,03 1,16 ± 0,07 
2,5 U/ml 1,06 ± 0,04 1,02 ± 0,05 50 IE/ml 1,16 ± 0,03 1,21 ± 0,11 
5 U/ml 1,10 ± 0,08 1,00 ± 0,06 100 IE/ml 1,27 ± 0,034 1,35 ± 0,12 
      300 I/ml 1,18 ± 0,02 1,36 ± 0,10 
 
Tab. 4.3: Die metabolische Aktivität der hNPZ nach 24h Differenzierung in relativen Einheiten 
(Mittelwert ± SEM). ERYPO induziert eine Zunahme der metabolischen Aktivität der hNPZ. 
 
4.3.2 Konstante metabolischen Aktivität nach drei Tagen Differenzierung bei Applikation 
von EPO 
 
Aufgrund der Ergebnisse des Proliferationsassays, bei dem weder ERYPO noch hrEpo einen 
Effekt zeigten und des WST1-Assays, bei denen ERYPO einen Einfluss auf die metabolische 
Aktivität der Zellen hatte, wurden alle weiteren Versuche mit ERYPO durchgeführt. 
Nachdem die metabolische Aktivität während der frühen Differenzierung untersucht wurde, 
sollte auch die metabolische Aktivität am Maximum der Differenzierung untersucht werden. 
Dies liegt, wie später noch gezeigt werden wird, bei 72 Stunden (Morgan et al., 2009). Der 
Versuchsablauf folgte dem Schema wie der Differenzierung nach 24 Stunden, wobei 
dieselben Konzentrationen von ERYPO verwendet wurden. Nach der Bestimmung der 
Absorption bei 450 nm konnte kein Unterschied zwischen der Applikation von ERYPO und 
der Kontrolle weder bei 20% noch bei 3% O2 festgestellt werden (Tab. 4.4, Abb. 4.9).  
 
3d diff 20% O2 3% O2 
Kontrolle 1,00 ± 0,00 1,00 ± 0,00 
10 IE/ml 1,07 ± 0,10 1,22 ± 0,17 
25 IE/ml 1,10 ± 0,06 1,14 ± 0,09 
50 IE/ml 1,09 ± 0,10 1,16 ± 0,10 
100 IE/ml 0,91 ± 0,10 1,09 ± 0,08 
300 I/ml 0,94 ± 0,10 1,05 ± 0,06 
 
Tab. 4.4: Die metabolische Aktivität der hNPZ nach 3d Differenzierung in relativen Einheiten 
(Mittelwert ± SEM, n=3-4). Im Unterschied zu hNPZ, die über 24h differenzierten, veränderte 







Abb. 4.9: Die metabolische Aktivität der VM-Zellen nach drei Tagen Differenzierung. Im Gegensatz 
zur Differenzierung nach 24 Stunden führte die Applikation von ERYPO unter diesen Bedingungen zu 
keiner Steigerung der metabolischen Aktivität (Mittelwert ± SEM, n=3-4). 
 
4.3.3 Gesteigerte metabolische Aktivität unter hypoxischen Kulturbedingungen  
 
Um einen Vergleich zwischen Normoxie und Hypoxie direkt zu ermöglichen, wurden 
unbehandelte Zellen, die dem Standard-Differenzierungsmedium ausgesetzt waren, 
verglichen. Hier ließ sich bei 24 als auch 72 Stunden ein signifikanter Anstieg der 
metabolischen Aktivität beobachten (Abb. 4.10). Dieser Einfluss blieb im Vergleich zu dem 
von ERYPO während der Differenzierung stabil. Abbildung 4.10A zeigt die auf Normoxie 
normierten Werte und Abbildung 4.10B zeigt die unnormierten Rohwerte, es ist ein deutlicher 
Anstieg der metabolischen Aktivität bei Hypoxie zu beobachten. Vergleicht man die 
Rohwerte fällt im Vergleich zu den normierten Werten auf, dass die metabolische Aktivität 
der hNPZ generell verringert ist (Tab. 4.5).  
 
normiert 20% O2 3% O2 unnormiert 20% O2 3% O2 
1d Diff 1,00 ± 0,00 2,34 ± 0,37 1d Diff 0,66 ± 0,05 OD  1,43 ± 0,22 OD  
3d Diff 1,00 ± 0,00 1,68 ± 0,16  3d Diff 0,65-0,11 OD  1,13-0,28 OD 
 
Tab. 4.5: Vergleich der metabolischen Aktivität bei Normoxie und Hypoxie, wobei bei einem 
niedrigen Sauerstoffgehalt die metabolische Aktivität erhöht war. Die normierte Werte sind in 
relativen Einheiten und unnormierte Werte in Optischer Dichte (OD) angegeben (Mittelwert ± SEM, 
n=4-5).  
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Abb. 4.10: Direkter Vergleich der metabolischen Aktivität unter Normoxie und Hypoxie. Hypoxie 
steigerte die metabolische Aktivität signifikant zu beiden untersuchten Zeitpunkten (Mittelwert ± 
SEM, n=4-5, p*<0.05; p**<0.01) 
 
 
4.4 Kein Unterschied im Zellzyklus der hNPZ unter normoxischen und hypoxischen 
Kulturbedingungen 
 
Nach der Proliferation und der Stoffwechselaktivität wurde die Differenzierung der VM-
Zellen untersucht. Hier sollte als erstes die Frage beantwortet werden, wie die Verteilung der 
Zellen in den einzelnen Zellzyklusphasen ist, um auszuschließen, dass Unterschiede in der 
Differenzierung an einem verzögerten oder verkürzten Zellzyklus unter Hypoxie verursacht 
sind (Abb. 4.11). Daher wurde eine Zellzyklusanalyse mit VM-Zellen durchgeführt. Nach der 
Induktion der Differenzierung wurden die Zellen entweder in Normoxie oder Hypoxie 
kultiviert und zu definierten Zeitpunkten Proben gesammelt. Zur Färbung der DNA wurde 
Propidiumiodid verwendet, das mit der DNA interkaliert. Der Anteil an Propidiumiodid 
innerhalb der Zelle korreliert mit dem DNA-Gehalt, somit konnten die Zellen den einzelnen 
Phasen des Zellzyklus (G0/G1, S, G2, M) zugeordnet werden. Abbildung 4.12 zeigt den Anteil 
der Zellen innerhalb der einzelnen Zellzyklusphasen während der ersten 24 Stunden der 
Differenzierung. Nach 16 Stunden haben 90% und nach 20 Stunden haben 95% der Zellen 
sowohl in Normoxie als auch Hypoxie die G1/G0-Phase erreicht, somit verändert eine 
Differenzierung der Zellen unter hypoxischen Bedingungen die Anteile der hNPZ in den 





















































Abb. 4.11: Schema zu dem Versuchsaufbau zur Untersuchung des Einflusses von Hypoxie auf den 
Zellzyklus. Wie unter 4.2.1 beschrieben verändert Hypoxie die Proliferationsrate nicht. Die 
Proliferation und Differenzierung der hNPZ bei Normoxie wurde als Maßstab angesehen, an dem alle 
anderen Konditionen (zum Beispiel Differenzierung der Zellen bei 3% Sauerstoff) gemessen wurden. 
Vor der Untersuchung der Differenzierung wurde der Zellzyklus untersucht, um festzustellen, wann 
die Zellen in die Differenzierung eintreten. 
 
 







































Abb. 4.12: Analyse des Zellzyklus unter Normoxie (A) und Hypoxie (B). Unabhängig vom 
Sauerstoffgehalt erreichten 95% der Zellen nach 20 Stunden die G1/G0-Phase.  Nach 16h hatten 90%, 
nach 20h 95% der Zellen die G1/G0-Phase erreicht (s. Pfeile) (Mittelwert ± SEM, n=4).  
4.5 Die Differenzierung der hNPZ 
 
4.5.1 Versuchsschema zur Untersuchung der Differenzierung  
 
Nachdem sowohl die metabolische Aktivität, die Proliferation und der Zellzyklus der hNPZ 
untersucht wurden, wurde als nächstes die Differenzierung in Hinblick auf die Neurogenese 
analysiert (Abb. 4.13). Dabei sollte untersucht werden, ob EPO, Hypoxie oder eine 
Kombination der beiden die Anzahl der neuronalen Zellen erhöhen kann. Während EPO 
ausschließlich zum Zeitpunkt des Wechsels von Proliferations- zu Differenzierungsmedium – 
also zum Zeitpunkt der Induktion der Differenzierung – eingesetzt wurde, wurde die Hypoxie 
zu verschiedenen Zeitpunkten angewandt. So wurden die Zellen zum einen bei 20% 
Sauerstoffgehalt proliferiert und erst in Anschluss während der Differenzierung hypoxischen 
Bedingungen ausgesetzt. Zum anderen wurden Zellen unter 3% Sauerstoffgehalt proliferiert 
und dann während der Differenzierung weiterhin mit Hypoxie behandelt oder auf 20% 
Sauerstoff umgestellt. In den folgenden Versuchen werden verschiedene 
Zellkulturbedingungen mit dem Standardmodell – einer Proliferation und Differenzierung bei 











Abb. 4.13: Schema zum Versuchsaufbau. Kann die Proliferation oder Differenzierung unter 
hypoxischen Bedingungen die Zahl der Neuronen beeinflussen? Die hNPZ wurden zu verschiedenen 
Zeitpunkten der Hypoxie ausgesetzt. Ausgehend vom Standardlevel bei Proliferation und 
Differenzierung unter normoxischen Bedingungen sollte untersucht werden, unter welchen 
Konditionen Hypoxie die Differenzierung der hNPZ weiter induzieren konnte.  
 
 
4.5.2 Induktion der neuronalen Differenzierung unter hypoxischen Bedingungen 
 
Niedrige Sauerstofflevel fördern die neuronale Differenzierung von NPZ 
 
Als nächstes wurde der Effekt von niedrigem Sauerstoffgehalt auf die neuronale 
Differenzierung mittels durchflusszytometrischer Analyse von betaIII-Tubulin
+
 Zellen 
untersucht. Nach dem Entzug der Wachstumsfaktoren wurden die hNPZ entweder bei 20% 
oder 3% Sauerstoff vier Tage lang differenziert und jeden Tag Proben genommen. Da diese 
Zellen innerhalb kurzer Zeit differenzierten, waren der dritte und vierte Tag der 
Differenzierung die wichtigsten Zeitpunkte für die Analyse. Für dieses Experiment wurden 
zusätzliche Kulturbedingungen einbezogen. Zuerst proliferierten die Zellen bei 20% 
Sauerstoff und differenzierten dann entweder bei 20% oder 3% Sauerstoff. Gleichzeitig wurde 




appliziert. 100 IE/ml ERYPO wurde gewählt, da die hNPZ bei dieser Konzentration beim 
WST1-Assay sowohl bei Normoxie als auch Hypoxie auf die Applikation reagierten. 10 IE/ml 
ERYPO wurde gewählt, da dieser Wert aus der Literatur bekannt war (Studer et al., 2000). 
Generell sah man einen Anstieg der neuronalen Differenzierung über die Zeit vom ersten bis 
zum dritten Tagen Differenzierung (Abb. 4.14), diese Zunahme an Neuronen stagniert jedoch 
am vierten Tag der Differenzierung. Während der ersten zwei Tage differenzierten die Zellen 
unabhängig von der Bedingung, ob mit oder ohne ERYPO oder Hypoxie, gleich. Erst am 
dritten Tag der Differenzierung ließ sich erkennen, dass Hypoxie die Expression von βIII-
Tubulin und somit die Differenzierung signifikant erhöhte. Zu diesem Zeitpunkt zeigte sich 
die maximale Anzahl der Neurone unter hypoxischen Bedingungen mit einer fast zweifachen 
Zunahme, mit 4,51±0,45%  im Vergleich zu 2,61±0,31% bei Normoxie. Die Applikation von 
ERYPO führte zu keiner Veränderung der Anzahl der Neurone. Am vierten Tag der 
Differenzierung verringerte sich der Anteil der βIII-tubulin-positiven Zellen unter Hypoxie. 
Zu diesem Zeitpunkt gab es keine Unterschiede in der Neuronenanzahl. Diese Ergebnisse 
wiesen auf einen neurogenetischen Effekt der Hypoxie hin, der am dritten Tag der 
Differenzierung seinen maximalen Ausdruck fand.  
 
3d Diff 20% O2 3% O2 4d Diff 20% O2 3% O2 
Kontrolle 2,95 ± 0,26% 4,51 ± 0,45% Kontrolle 3,24 ± 0,46% 3,20 ± 0,69% 
10 IE/ml 3,61 ± 1,17% 5,15 ± 0,47% 10 IE/ml 4,00 ± 1,11% 3,10 ± 0,45% 
100 IE/ml 3,03 ± 0,77% 4,24 ± 0,75% 100 IE/ml 3,75 ± 0,70% 3,05 ± 0,53% 
 
Tab. 4.6: Vergleich der βIII-Tubulin+ hNPZ nach drei und vier Tagen Differenzierung bei Normoxie 
und Hypoxie während der Differenzierung (Mittelwert ± SEM, n=3-5). Das Maximum der Anzahl der 







Abb. 4.14: Messung der βIII-Tubulin+ hNPZ mit Durchflusszytometrie. Die hNPZ proliferierten bei 
Normoxie, nach Induktion der Differenzierung wurde entweder ERYPO appliziert, Hypoxie induziert 
oder beide Bedingungen parallel durchgeführt. Am dritten Tag der Differenzierung erhöhte Hypoxie 
die Anzahl der Neurone signifikant  (Mittelwert ± SEM, n=3-5, p**<0,01)), ERYPO zeigte keinen 
Einfluss auf die Anzahl der Neurone.  
  
 
4.5.3 Induktion der βIII-Tubulin+-Neurone durch Proliferation in Hypoxie 
 
Alternativ wurden Zellen bei 3% Sauerstoff proliferiert und dann erfolgte ebenfalls ein 
Wechsel zu 20% und 3% Sauerstoff ab dem Beginn der Differenzierung. Um den Einfluss der 
Hypoxie näher zu untersuchen, wurden die proliferierenden Zellen bei Hypoxie kultiviert, mit 
einer anschließenden Differenzierung bei 20% und 3% Sauerstoff. In Abbildung 4.15 zeigen 
ist ein Anstieg der βIII-Tubulin+ Zellen an Tag drei und vier der Differenzierung im Vergleich 
zur Kontrolle bei 20% O2 zu sehen (siehe auch Tab. 4.7). Weiterhin wurde der Einfluss von 
ERYPO in verschiedenen Konzentrationen (10 IE/ml und 100 IE/ml) auf die neuronale 
Differenzierung untersucht, allerdings konnte bei keiner Bedingung eine Änderung in der 


































3d Diff 3% O2 20% O2 4d Diff 3% O2 20% O2 
Kontrolle 5,92 ± 1,66% 5,21 ± 1,07% Kontrolle 4,71 ± 0,80% 5,12 ± 1,44% 
10 IE/ml 6,73 ± 1,77% 5,58 ± 1,36% 10 IE/ml 5,23 ± 0,79% 3,90 ± 1,12% 
100 IE/ml 6,55 ± 2,38% 5,02 ± 1,18% 100 IE/ml 4,15 ± 0,32% 4,13 ± 0,92% 
 
Tab. 4.7: Vergleich der βIII-Tubulin+ hNPZ. Die Zellen proliferierten unter hypoxischen 
Bedingungen, mit Beginn der Differenzierung wurden sie entweder Normoxie oder weiterhin Hypoxie 




Abb. 4.15:  Durchflusszytometrische Bestimmung der βIII-Tubulin+ hNPZ, die bei Hypoxie 
proliferierten und bei denen nach Induktion der Differenzierung entweder ERYPO, Hypoxie oder 
beides induziert wurde. Der Wechsel zur Normoxie nach Induktion der Differenzierung führte zu 
keiner Veränderung der Neuronenanzahl im Vergleich zur kontinuierlichen Zellkultur bei Hypoxie 
(Mittelwert ± SEM, n=3-5).  
 
 
4.5.4 Vergleich der neuronalen Differenzierung unter verschiedenen 
Sauerstoffbedingungen  
 
Abbildung 4.16 zeigt eine Zusammenfassung der verschiedenen Sauerstoffbedingungen am 
dritten und vierten Tag der Differenzierung. Am dritten Tag war die Anzahl der Neurone, die 
unter hypoxischen Bedingungen differenzierten signifikant auf 4,51 ± 0,45% erhöht, im 
Vergleich zu VM-Zellen, die ausschließlich bei Normoxie kultiviert wurden. Diese hatten 
einen neuronalen Anteil von 2,95 ± 0,26% βIII-Tubulin+ Neurone. Ebenso erhöhte die 

























Proliferation unter Hypoxie die Anzahl der Neurone. Wenn die Differenzierung ebenfalls 
unter Hypoxie erfolgte, waren 5,92 ± 1,66% dieser Zellen positiv für βIII-Tubulin, bei einer 
Differenzierung unter Normoxie waren 5,20 ± 0,87% βIII-Tubulin+ (Tab. 4.8).  
 
 Kondition 3d Differenzierung 4d Differenzierung 
20%P/20%D 2,95 ± 0,26% 3,24 ± 0,46% 
20%P/3%D 4,51 ± 0,45% 3,20 ± 0,69% 
3%P/20%D 5,20 ± 0,87% 4,74 ± 1,24% 
3%P/3%D 5,92 ± 1,66% 4,71 ± 0,80% 
 
Tab. 4.8: Vergleich der βIII-Tubulin+ hNPZ, die zu verschiedenen Zeitpunkten (während der 
Proliferation oder Differenzierung oder beiden Bedingungen) der Hypoxie ausgesetzt wurden 
(Mittelwert ± SEM, n=3-5). Hypoxie konnte in beiden Bedingungen die Anzahl der Neurone am 
dritten Tag der Differenzierung erhöhen, eine Kombination von Hypoxie bei der Proliferation und 
Differenzierung hatte jedoch keinen additiven Effekt. Die Neuronenzahl bei den verschiedenen 




Abb. 4.16: Vergleich aller normoxischen und hypoxischen Zellkulturbedingungen am dritten und 
vierten Tag der Differenzierung. Unabhängig vom Zeitpunkt der Hypoxie – während der Proliferation 
oder der Differenzierung – führte dies zu einer signifikanten Erhöhung der Neurone. (Mittelwert ± 






























4.6. Der anti-apoptotische Effekt von Hypoxie und Erythropoetin auf differenzierte 
hNPZ 
 
Da die Differenzierung der neuronalen Progenitorzellen mit Apoptose assoziiert ist und EPO 
bekannt dafür ist, anti-apoptotisch zu agieren (Brines et al., 2005), wurden die Apoptose 
während der Differenzierung unter normoxischen und hypoxischen Bedingungen mit und 
ohne EPO-Applikation untersucht (Abb. 4.17). Abb. 4.18 A zeigt die Rate der apoptotischen 
Zellen, die mittels TUNEL-Färbung analysiert wurden. Bis zum vierten Tag der 
Differenzierung stieg die Zahl der apoptotischen Zellen kontinuierlich an, wobei es keinen 
Unterschied zwischen Hypoxie, Normoxie und EPO-behandelten Zellen gab (Tab. 4.9). Am 
vierten Tag der Differenzierung reduzierte 10 IE/ml ERYPO die Anzahl der apoptotischen 
Zellen. Dasselbe wurde unter hypoxischen Kulturbedingungen beobachtet. Eine Western Blot 
Analyse von bcl-2 zeigte eine kontinuierliche Expression des Proteins, die mit Induktion der 






Abb. 4.17: Schema des Versuchsaufbaues. Welche Rolle haben anti-apoptotische Prozesse bei der 
vermehrten Bildung von Neuronen bei Hypoxie? Dafür wurde die Apoptoserate unter normoxischen 




3d Diff 20% O2 3% O2 4d Diff 20% O2 3% O2 
Kontrolle 13,85 ± 2,12% 12,64  ± 3,18% Kontrolle 32,43 ± 4,26% 15,82 ± 4,65%
*
 
10 IE/ml 17,12 ± 2,09% 18,12 ± 5,26% 10 IE/ml 18,80 ± 2,17%
*
 18,06 ± 5,38% 
100 IE/ml 20,94 ± 8,64% 25,14 ± 11,82% 100 IE/ml 28,25 ± 10,07% 32,03 ± 8,15% 
 
Tab. 4.9: Vergleich der apoptotischen Zellen nach drei und vier Tagen Differenzierung bei Normoxie, 
Hypoxie und EPO-Applikation (Mittelwert ± SEM, n=3-5). Sowohl EPO als auch Hypoxie reduzierten 
am vierten Tag die Anzahl der apoptotischen Zellen, EPO wirkte aber während der Hypoxie nicht 
additiv und führt dann zu keinem weiteren Effekt (s. Abb. 4.18).  
 
 
Abb. 4.18 (A) TUNEL-Analyse der hNPZ. Im Verlauf der Differenzierung stieg die Apoptoserate auf 
32,43 ± 4,26% (20% O2) an, dies kann jedoch durch Applikation von Hypoxie oder EPO am vierten 
Tag der Differenzierung reduziert werden. (B) zeigt die Expression des anti-apoptotischen Proteins 










































4.7 Die β-Catenin-Akkumulation durch Erythropoetin und Hypoxie bei hNPZ 
 
Da gezeigt wurde, dass sowohl EPO als auch Hypoxie anti-apoptotisch auf hNPZ wirken 
können, stellt sich nun die Frage, über welchen Signalweg dies passieren könnte. EPO 
reguliert nicht nur die Erythropoese und agiert als anti-apoptotisches Agens, sondern kann 
auch als GSK-Inhibitor fungieren (Maiese et al., 2005). Wenn die GSK3β durch Substanzen – 
wie zum Beispiel EPO – blockiert wird, akkumuliert daraufhin β-Catenin und kann in den 
Zellkern translozieren und Zielgene aus dem Wnt-Pathway aktivieren, der wiederum 
vielfältige Prozesse, wie Proliferation oder Differenzierung, beeinflussen. Daher wurde als 
nächstes mittels ELISA-Assay die β-Catenin-Akkumulation nach Applikation von EPO und 
Hypoxie mittels ELISA-Assay bestimmt, um zu determinieren, ob EPO als GSK-Inhibitor in 
hNPZ fungieren kann oder auch Hypoxie den Wnt-Signalweg beieinflussen kann. Es war kein 
Unterschied in der β-Catenin-Akkumulation zu beobachten (Tab. 4.10). Zum Vergleich 
wurden die Konzentrationen auf die β-Cateninmenge in proliferierenden Zellen normiert.  
 
 Kondition 20% O2 3% O2 
Prol. Zellen 1,00 ± 0,02 - 
Kontrolle 1,90 ±0,51 3,21 ± 1,44 
10 IE/ml 1,82 ± 0,51 2,64 ± 0,79 
100 IE/ml 2,94 ± 0,69 3,12 ± 1,04 
 
Tab. 4.10: Vergleich der β-Catenin-Expression bei Normoxie und Hypoxie in relativen Einheiten 

















Abb. 4.19: β-Catenin-Konzentration in den Zellen während der Proliferation und nach 2h 
Differenzierung mit 10 IE/ml EPO, 100 IE/ml EPO sowie Hypoxie. Es gab keine signifikante 




4.8 Induktion der TCF-Aktivität durch Erythropoetin 
 
Da EPO ein bekannter GSK-Inhibitor ist, wurde nachfolgend mittels Reporter-Gen-Assay die 
TCF-Aktivität bestimmt. Durch die Inhibition von GSK-3β wird die Degradation des 
konstitutiv exprimierten β-Catenins inhibiert, woraufhin dieses in den Zellkern transloziert 
wird. Dort erfolgt die Aktivierung von Wnt-Zielgenen über eine Bindung des β-Catenins an 
die Transkriptionsfaktoren TCF (T-cell factor) und LEF (lymphoid enhancer binding factor). 
Die Quantifizierung der TCF-Aktivität erfolgte nachdem die hNPZs mit den Vektoren 
TOPFlash, der 12 TCF-Bindungstellen enthält, und FOPFlash, der eine mutierte TCF-
Bindungsstelle enthält, transfiziert wurden. Nach der Transfektion der Zellen proliferierten 
diese zunächst 24h. Mit Beginn der Differenzierung erfolgte die Applikation von EPO für 
weitere 24h. Die Ausgangsaktivität des TCFs wurde mit der TCF-Aktivität nach EPO-
Applikation sowie Kotransfektion mit pCAGGS-S33Y, einer mutierten, stabilisierten β-
Catenin-Form verglichen. Es konnte jedoch keine signifikante Änderung der TCF-Aktivität 





















































































ERYPO TOP TOP + S33Y 
Kontrolle 1,00 ± 0,00 1,00 ± 0,00 
10 IE/ml 0,98 ± 0,20 2,83 ± 1,78 
100 IE/ml 0,82 ± 0,28 1,27 ± 0,39 
 
Tab. 4.11: TCF-Aktivität in relativen Einheiten. Der Reporter-Gen-Assay allein zeigte keine 
gesteigerte TCF-Aktivität, erst bei Ko-Transfektion mit einem stabilisierten β-Catenin konnte eine 




Abb. 4.20: TCF-Aktivität von hNPZ nach Applikation von 10 IE/ml und 100 IE/ml EPO 24h nach 
Induktion der Differenzierung. Weder EPO allein noch die Ko-Transfektion mit S33Y, einem 
stabilisierten β-Catenin, führten zu einer Induktion der TCF-Aktivität (Mittelwert ± SEM, n=3). 
 
 
4.9 CEPO – ein neuroprotektives Erythropoetin 
 
4.9.1 Konstante Proliferationsrate von hNPZ nach Exposition mit CEPO 
 
Es gibt zahlreiche Ansätze die Aktivität und Spezifität von EPO zu steigern, so gibt es 
modifizierte EPO-Moleküle wie Darbepoitin-α und CERA (Continuous Erythropoiesis 
Receptor Activator), aber auch nicht-hämatopoetische EPO-Derivate wie Asialo-EPO und 



















































hergestellt. Diese Veränderung des Ausgangsmoleküls bewirkt einen Verlust der 
hämatopoetischen Eigenschaften, bei erhaltenen zytoprotektiven Eigenschaften. Es wurde 
insbesondere beschrieben, dass CEPO neuroprotektive Eigenschaften haben soll. Daher wurde 
CEPO analog zu EPO untersucht.  
 
 
Abb. 4.21: Schema zum Versuchsaufbau. Kann CEPO die Proliferationsrate der hNPZ bei Normoxie 
oder Hypoxie beeinflussen? 
 
 
Als erstes wurde die Proliferation von hNPZ unter normalen Zellkulturbedingungen im 
Vergleich zur Applikation von EPO, CEPO und Hypoxie untersucht (Abb. 4.21). Weder EPO 
noch 400 ng/ml oder 800 ng/ml CEPO oder die Exposition der Zellen unter Hypoxie führten 
zu einer Änderung der Proliferationsrate (Tab. 4.12, Abb. 4.22), wohingegen 2400 ng/ml 
CEPO die Proliferationsrate signifikant verlangsamte (p<0,05).  
 
 Kondition 20% O2 3% O2 
Kontrolle 20,57 ± 1,42h 24,01 ± 2,83h 
EPO 20,31 ± 1,02h 27,97 ± 6,98h 
400 ng/ml CEPO 20,84 ± 1,50h 22,88 ± 2,14h 
800 ng/ml CEPO 20,95 ± 1,31h 28,75 ± 3,93h 
2400 ng/ml CEPO 26,95 ± 1,25h 37,34 ± 8,42h 
 
Tab. 4.12: Verdopplungszeiten von hNPZ nach Anwendung von EPO und CEPO im Vergleich. Die 
Verdopplungszeit blieb unverändert, bis auf eine Verlangsamung bei Applikation von 2400 g/ml 











Abb. 4.22: Proliferationsrate der hNPZ nach Applikation von EPO und CEPO bei Normoxie (A) und 
Hypoxie (B). Unter beiden Bedingungen führten 2400 ng/ml CEPO zu einer signifikanten Inhibition 
der Proliferationsrate (Mittelwert ± SEM, n=4, p*<0,05).  
 
 
4.9.2 Konstante metabolische Aktivität der hNPZ nach Applikation von CEPO 
 
Wie schon zuvor bei der Analyse der metabolischen Aktivität der hNPCs unter Einfluss von 
EPO wurde 24h nach der Applikation von CEPO die metabolische Aktivität mittels WST1-
Assay bestimmt und auf die Kontrolle normiert (Abb. 4.23). Weder unter Normoxie noch 
Hypoxie führte die Anwendung von CEPO zu einer Veränderung der metabolischen Aktivität 
(Tab. 4.13, Abb. 4.24).  
 
 
Abb. 4.23: Schema zum Versuchsaufbau. Welchen Einfluss haben CEPO und Hypoxie während der 























































Kondition  20% O2 3% O2 
Kontrolle 1,00 ± 0,00 1,00 ± 0,00 
40 ng/ml 1,11 ± 0,11 1,26 ± 0,14 
80 ng/ml 1,10 ± 0,13 1,27 ± 0,14 
200 ng/ml 1,14 ± 0,14 1,04 ± 0,35 
400 ng/ml 1,11 ± 0,10 1,28 ± 0,20 
800 ng/ml 1,15 ± 0,09 1,23 ± 0,19 
2400 ng/ml 1,10 ± 0,06 1,16 ± 0,18 
 
Tab. 4.13: Vergleich der metabolischen Aktivitäten der hNPZ nach Anwendung verschiedener 
Konzentrationen CEPO. Es ließ sich keine Veränderung der metabolischen Aktivität feststellen 
(Mittelwert ± SEM, n=4). 
 
 
Abb. 4.24: Metabolische Aktivität der hNPZ nach Applikation von CEPO bei Normoxie (A) und 




4.9.3 Kombination von CEPO und Hypoxie erhält die neuronale Differenzierung der hNPZ  
 
 
Abb. 4.25: Schema zum Versuchsaufbau. Welchen Einfluss haben CEPO und Hypoxie auf die 
Differenzierung der Neurone?  


























































Abschließend wurde die neuronale Differenzierung nach Applikation von CEPO im Vergleich 
zu EPO und Hypoxie untersucht (Abb. 4.25). Mittels Durchflusszytometrie wurde die  βIII-
Tubulin-Expression während der Differenzierung über einen Zeitraum von 4 Tagen unter 
normoxischen und hypoxischen Bedingungen beobachtet. Unter Kontrollbedingungen zeigt 
sich ein Anstieg der Differenzierung mit einem Maximum an Tag 3 der Differenzierung. Am 
3. Tag wird unter Hypoxie eine erhöhte Anzahl von Neuronen beobachtet, die jedoch nicht 
durch die Anwendung von CEPO oder EPO erhöht wurde (Tab. 4.14). Wie zuvor 
beschrieben, nimmt an Tag 4 der Differenzierung die Zahl der Neuronen ab, was vorher 
weder durch EPO noch Hypoxie kompensiert werden konnte (Abb. 4.26). Interessanterweise 
führt hier die Kombination von Hypoxie und CEPO zum einen zur höchsten Anzahl von 
Neuronen (p<0,05) und zum anderen gibt es keinen signifikanten Unterschied zu der Zellzahl 
vom Vortag (3d: CEPO: 4,74 ± 0,66% (3% O2) versus 4,03 ± 0,60 (3% O2) (p<0,57)).   
 
3d Diff 20% O2 3% O2 4d Diff 20% O2 3% O2 
Kontrolle 3,36 ± 0,29% 4,41 ± 0,25% Kontrolle 2,56 ± 0,25% 3,14 ± 0,25% 
EPO 3,01 ± 0,45% 4,45 ± 0,29% 10 IE/ml 3,38 ± 0,31% 3,10 ± 0,33% 
CEPO 3,48 ± 0,95% 4,74 ± 0,66% 100 IE/ml 2,82 ± 0,45% 4,03 ± 0,60% 
 
Tab. 4.14: Vergleich der βIII-Tubulin-Expression (%) der hNPZ nach drei und vier Tagen 
Differenzierung jeweils mit Hypoxie, EPO und CEPO. Die sonst zu beobachtende Verringerung der 
Anzahl der Neurone am vierten Tag der Differenzierung konnte durch eine Kombination von CEPO 











Abb. 4.26: Bestimmung der βIII-Tubulin+ Zellen mit Durchflusszytometrie. Während der 
Differenzierung akkumulierte die Zahl der Neuronen unter Kontrollbedingungen mit einem Maximum 
am 3. Tag der Differenzierung. Hypoxie steigerte die Zahl der Neurone, jedoch hatten EPO oder 
CEPO allein keinen Effekt auf die hNPZ. Am 4. Tag der Differenzierung konnte CEPO zusammen mit 
Hypoxie die Zellzahl auf dem vorherigen Level erhalten (p<0,53), desweiteren war die Zahl der 








































































































































Die standardisierten Bedingungen einer neuronalen Zellkultur beinhalten neben einer 
konstanten Temperatur von 37°C, 5% CO2 sowie Wachstumsfaktoren wie EGF und bFGF 
auch die Benutzung von 20% Sauerstoff (Donato et al., 2007). Es haben aber eine Reihe von 
Studien (Morrison et al., 2000, Storch et al., 2001) dargestellt, dass neuronale Zellkulturen 
von reduziertem Sauerstoffgehalt profitieren, da dies den physiologischen Bedingungen eher 
entspricht (Zhu et al., 2005).  
Die Auswirkungen des reduzierten Sauerstoffgehaltes auf die Proliferation und 
Differenzierung von Stamm- und Progenitorzellen sind nicht auf das Zentralnervensystem 
(ZNS) limitiert (Studer et al., 2000, Zhou and Miller, 2006). Auch andere  Zelltypen, wie zum 
Beispiel Knochenmarksstromazellen (Ren et al., 2006) und mesenchymalen Zellen (Xie et al., 
2005), zeigen eine  verbesserte Proliferation und Differenzierung unter hypoxischen 
Zellkulturbedingungen.  
Ziel dieser Studie war es, die durch Hypoxie und EPO induzierten Veränderungen während 
Proliferation und Differenzierung zu charakterisieren und  ein EPO-Derivat in vitro auf seine 
protektiven Eigenschaften hin zu untersuchen.  
 
5.1 Expression von HIF-1α und dem EPO-Rezeptor bei Hypoxie und EPO 
Zuerst wurde in dieser Studie die Expression von HIF-1α und des EPO-Rezeptors verifiziert. 
HIF-1α ist ein heterodimerer Transkriptionsfaktor, der bei Normoxie kontinuierlich über den 
Ubiquitin-Proteasom-Komplex degradiert wird. Dieser Prozess wird bei Hypoxie inhibiert 
und HIF-1α wird stabilisiert (Huang et al, 1998). Im Anschluss daran folgt die 
Heterodimerisierung mit HIF-1β mit darauffolgender Translokation in den Nukleus und 
Bindung an das HRE mit Aktivierung von diversen Zielgenen, die eine wichtige Rolle bei der 
Aufrechterhaltung der zellulären Homöostase als Antwort auf Hypoxie spielen (Semenza et 
al., 2000).  
In dieser Arbeit wurde die HIF-1α-Proteinexpression mittels Western Blot-Verfahren 
bestimmt (Abb. 4.1). Mit Induktion der Differenzierung wurden die Zellen der Hypoxie 




(1h-3h) noch die zusätzliche Applikation von EPO löste eine messbare Zunahme an HIF-1α 
aus. Die Expression von HIF-1α war generell sehr niedrig, so dass eine relative 
Quantifizierung des Expressionslevels im Vergleich zur Kontrollbande nicht möglich war. 
Zhao et al. (2008) beobachteten bei primären mesenzephalen Rattenzellkulturen eine 
Induktion von HIF-1α 3h nach Exposition mit Hypoxie, mit einem Maximum nach 6h und 
war insgesamt über 3 Tage nachweisbar. 
Hier konnte zwar eine Expression von HIF-1α nachgewiesen werden, jedoch keine Induktion 
nach Exposition mit Hypoxie. Dies kann allerdings entweder durch die gewählten Zeitpunkte 
(1h-4d) bedingt sein, so dass eventuell auch eine Messung des Transkriptionsfaktors HIF-1α 
zu einem anderen Zeitpunkt nötig wäre, oder es ist eventuell auch HIF-2α oder HIF-3α an der 
Reaktion auf Hypoxie beteiligt. Pietras et al. (2009) wiesen nach, dass HIF-2α eine Rolle 
spielt, humane Neuroblastomzellen-ähnliche Zellen, die aus der Neuralleiste gewonnen 
wurden, in vitro in einem undifferenzierten Zustand zu halten. Jedoch konnten Heidbreder et 
al. (2003) eine Hypoxie-abhängige transkriptionelle Induktion von HIF-3α im zerebralen 
Kortex und Hippocampus von Ratten beobachten. So könnten auch hier diese beiden Faktoren 
– HIF-2α und HIF-3α – in die Reaktion auf Hypoxie involviert sein. Dennoch wird die 
Sensibilität der hNPZ für hypoxische Kulturbedingungen in dieser Studie durch die 
Expression von HIF-1α indiziert. 
Der EPO-Rezeptor wurde ebenfalls mittels Western Blot-Verfahren dargestellt (Abb. 4.2), da 
die verfügbaren EpoR-Antikörper nicht zu eindeutigen Resultaten mit der Immunzytochemie 
führen (Elliott et al., 2006, Kirkeby et al., 2007). Für die Quantifizierung wurden Proben nach 
3 Tagen Differenzierung jeweils mit und ohne Hypoxie und EPO mit der Expression des 
EPO-Rezeptors bei der Proliferation unter normoxischen Bedingungen verglichen. Die EpoR-
Expressionslevel wurden durch Differenzierung, die Applikation von Epo oder Hypoxie nicht 
verändert. Das Fehlen einer vermehrten EPO-Rezeptor-Expression ist vereinbar mit einer 
fehlenden Wirkung von Epo unter hypoxischen Bedingungen, auf die später noch 
eingegangen wird.  
Obwohl die mangelnde Anpassung der EPO-Rezeptorexpression im Gegensatz zu Theus et al. 
(2008) steht, wo Hypoxie zu einer vermehrten EpoR-Expression führte, haben Milosevic et al. 
(2005) ebenfalls beobachtet, dass Hypoxie sich nicht auf die Epo-Signalwege und den EpoR 




Anwendung verschiedener Wachstumsfaktoren für die Zellkultur oder die Zelltypen selbst 
bedingt sein. 
Zusammenfassend wurde die EPO-Rezeptor-Expression weder durch Epo selbst noch durch 
Hypoxie während der Proliferation oder Differenzierung verändert. Dies lässt den Schluss zu, 
dass der Effekt von Epo, und auch Hypoxie, auf die metabolische Aktivität und Apoptose 
unabhängig vom EpoR-Gehalt ist und nicht auf eine höhere Empfindlichkeit der Zellen auf 
Epo oder Hypoxie zurückzuführen ist. Insgesamt ist die Proliferation und Differenzierung der 
hNPZ, die in dieser Studie untersucht wurden Hypoxie-sensitiv und Epo-responsiv. 
 
5.2 Proliferation von hNPZ mit Hypoxie und EPO 
Nachdem die Expression von HIF-1α und des EPO-Rezeptors bestätigt wurde, folgte die 
Untersuchung der Proliferation der hNPZ (Abb. 4.4 und Abb. 4.5). Dafür wurde die Zellzahl 
in Abhängigkeit von Normoxie, Hypoxie und EPO über einen Zeitraum von 4 Tagen 
bestimmt. Es wurden zwei verschiedene Arten von EPO (humanes rekombinantes EPO für 
den Laborbedarf und ERYPO, ein in der Klinik benutztes Medikament) verwendet. Weder 
hrEPO noch ERYPO veränderten die Zellzahl oder Verdopplungszeit signifikant. Obwohl 10 
IE/ml ERYPO sich bei Normoxie und auch Hypoxie deutlich von der Kontrolle abhob, war 
dies nicht signifikant. Bei einem direkten Vergleich von in Normoxie und Hypoxie 
proliferierten Zellen ergab sich kein signifikanter Unterschied. 
Dies steht im Kontrast zu vorher veröffentlichten Studien, wie zum Beispiel von Studer et al. 
(2000). Dort wurde die Proliferation und Differenzierung von embryonalen mesencephalen 
Rattenzellen untersucht. Die Autoren zeigten, dass Hypoxie förderlich für die Zellkultur sei 
und Epo diesen Effekt unter normoxischen Bedingungen nachahmen konnte, da sie sowohl 
für EPO als auch Hypoxie eine vermehrte Zellproliferation, eine geringe Apoptoserate und 
eine gesteigerte neuronale Differenzierung zeigen konnten. Kürzlich beschrieben Santilli et al. 
(2010) eine verstärkte Proliferationsrate für hNPZ, obwohl der Zellzyklus selbst unverändert 
war, nachdem sie die Zellkultur milder Hypoxie ausgesetzt hatten. Im Gegensatz dazu 
beschrieben Chen et al. (2009) eine Reduktion der Proliferationsrate bei humanen 
embryonalen Stammzellen mit kurzen Zeiträumen für die Zellpassage. Ebenso registrierten 




einem Monat eine Veränderung der Proliferationsrate von murinen mesenzephalen NPZ, 
jedoch nicht vor diesem Zeitpunkt.    
Insgesamt lässt sich feststellen, dass die untersuchten mit EPO und Hypoxie behandelten 
hNPZ ihre Proliferationsrate im Gegensatz zu Literatur über murine NPZ nicht veränderten. 
Dies kann unterschiedlich Ursachen haben. Zum einen kann es sich um einen Spezies-
spezifischen Effekt der Hypoxie oder von EPO handeln, zum anderen könnte ein anderer 
Versuchsaufbau mit veränderten Proliferationszeiten die Ursache dafür sein, dass in dieser 
Arbeit Hypoxie und EPO nicht das Zellwachstum beschleunigen konnten. Desweiteren wurde 
im Rahmen dieser Arbeit nicht dieselbe Nachweismethode wie in der Literatur (Studer et al., 
2000) gewählt, daher kann auch darin dieser Unterschied begründet sein. Ein weiterer sehr 
wichtiger Ansatzpunkt für die Erklärung abweichender Resultate in dieser Arbeit ist einer 
zelltyp-spezifischen Wirkungsweise von EPO und Hypoxie begründet. So müssen EPO und 
Hypoxie nicht in jedem Zelltyp – humane Zellen im Vergleich zu murinen Zellen; fetale im 
Vergleich zu embryonalen Zellen; mesenzephale hNPZ im Vergleich zu hNPZ anderen 
Ursprungs – dieselbe Reaktion hervorrufen. Dies ist auch von anderen Signalstoffen im 
Körper bekannt. Ein wichtiges Beispiele hierfür ist der proapoptotische Protein p53, das 
normalerweise den Zellzyklus reguliert und bei diversen Tumorerkankungen eine 
unterschiedlich starke Rolle bei der Pathogenese einnimmt. Bei dem hepatozellulären 
Karzinom ist bei über der Hälfte der Patienten das p53-Gen intakt (Nishida et al., 2011), 
während bei dem Adenokarzinom der Lunge sich bei über 60% der Patienten eine Mutation 
des entsprechenden Gens findet (Cakir et al., 2011).  
 
5.3 Erhöhte Differenzierung durch Hypoxie bei hNPZ 
Die Differenzierung der humanen neuronalen Stammzellen wurde unter verschiedenen 
Bedingungen untersucht. Zuerst wurde die metabolische Aktivität der differenzierten hNPZ 
mit und ohne EPO untersucht. Ein EPO-Effekt wurde in früh differenzierten Zellen nach 1 
Tag Differenzierung nachgewiesen (Abb. 4.8). Erstaunlicherweise wurde bei 3% Sauerstoff 
eine höhere Konzentration von Epo benötigt, um eine ähnliche Wirkung zu induzieren. Dies 
zeigt, dass Hypoxie nur zum Teil über den Epo-Signalweg agiert und das Epo diesen Effekt 




Grundsätzlich lässt sich feststellen, dass Hypoxie die metabolische Aktivität in hNPZ erhöhen 
kann, am stärksten kam dies nach einem Tag Differenzierung im Vergleich zu 3 Tagen 
Differenzierung zu tragen, was die Wichtigkeit der Rolle von Hypoxie und EPO in frühen 
Differenzierungsprozesse hervorhebt (Abb. 4.9). Zwar wurde unter anderem von Studer et al. 
(2000) berichtet, dass Epo die Folgen der Hypoxie bei normalen Zellkulturbedingungen mit 
20% Sauerstoff in embryonalen Maus-NPZ imitiert, allerdings wurde dies bisher noch nicht 
für die metabolische Aktivität untersucht. 
Zur weiteren Untersuchung der Differenzierung wurde der Zellzyklus unter normoxischen 
und hypoxischen Bedingungen analysiert (Abb. 4.12). Diese Analyse zeigte, dass die Zellen 
etwa 20 Stunden benötigten, um in die G1-Phase einzutreten, wobei dieser Zeitrahmen 
zwischen normoxisch und hypoxisch kultivierten Zellen ähnlich war. Diese Ergebnisse 
stimmen mit Daten über den Zellzyklus aus murinen mesencephalen NPZ überein, die 
zeigten, dass der Zellzyklus, die Proliferation sowie die Formation von Neurosphären sich 
nicht innerhalb von 4 Wochen in hypoxischer Zellkultur veränderten (Milosevic et al., 2005). 
Ähnliche Resultate wurden von Santilli et al. (2010) beobachtet, die ebenso keine 
Auswirkung der Hypoxie auf den Zellzyklus von hNPZ demonstrieren konnten. Diese 
Ergebnisse sind wichtig, um die Expression von βIII-Tubulin, als Marker für die neuronale 
Differenzierung weiter interpretieren zu können. Da die Zellen zum selben Zeitpunkt in die 
Differenzierung eintreten, sind Unterschiede in der neuronalen Differenzierung nicht durch 
einen anderen Zeitpunkt für den Eintritt in die Differenzierung bedingt. 
Für die Untersuchung der neuronalen Differenzierung erfolgte die durchflusszytometrische 
Quantifizierung von βIII-Tubulin (Abb. 4.14 und Abb. 4.15). Die differenzierten hNPZ 
wurden über einen Zeitraum von 4 Tagen jeweils mit und ohne EPO und Hypoxie beobachtet.  
In dieser Studie hat EPO die Differenzierung in hNPZ über einen Zeitraum von 4 Tagen nicht 
verändert. Dies steht im Kontrast zu Daten über murine mesencephale Progenitorzellen 
(Studer et al., 2000) bei denen EPO die Anzahl der Neurone bei Normoxie erhöhte. Eine 
mögliche Erklärung für diese Diskrepanz könnte der Fakt sein, dass verschiedene 
Modellsysteme (murin versus human) benutzt wurden. Es wurde aber bereits einmal durch 
Kanaan et al. (2006) berichtet, dass EPO in vitro keinen Effekt auf die dopaminerge 
Differenzierung hatte, jedoch in vivo in einem Parkinson-Ratten-Modell die Anzahl der 




Die Anzahl der Neuron in diesen Experimenten erhöhte sich bei der Zellkultur unter 
hypoxischen Bedingungen (Abb. 4.16). Dies ist in Übereinstimmung mit Studer et al. (2000) 
und Zhang et al. (2006), bei denen hypoxische Kulturbedingungen auch zu einer höheren 
Ausbeute an Neuronen bei murinen NPZ führte. Santilli et al. (2010) konnten dies ebenfalls 
für hNPZ zeigen. Da die Zellen, wie zuvor erwähnt, während Normoxie und Hypoxie zum 
selben Zeitpunkt in die Differenzierung eintreten, ist die gesteigerte Anzahl der Neurone in 
der vorliegenden Arbeit nicht durch einen beschleunigten Zellzyklus bedingt, was zu der 
Schlussfolgerung führt, dass Hypoxie die neuronale Differenzierung der Progenitorzellen 
induziert hat.  
Eine Erhöhung der Neurogenese konnte durch zwei verschiedene Mechanismen erreicht 
werden – zum einen während der Proliferation und zum anderen während der Differenzierung 
– diese Prozesse konnten zum Teil durch EPO nachgeahmt werden. Zum einen wurden die 
Zellen bereits während der Proliferation der Hypoxie ausgesetzt, zum anderen erst nach 
Induktion der Differenzierung – beides führte zu einer verstärkten Neurogenese, wobei eine 
kontinuierliche Exposition der Zellen mit Hypoxie während der Proliferation und 
Differenzierung zu keiner Potenzierung dieses Effektes führte. Dies lässt den Schluss zu, 
dass EPO zum einen während der Proliferation den Progenitorpool manipuliert und 
zum anderen bei der Differenzierung selbst eingreift und die Neurogenese verstärkt. 
Daher könnten zwei verschiedene Mechanismen involviert sein, über die Hypoxie die 
Differenzierung beeinflusst. Der eine funktioniert über eine gesteigerte Genese der neuronalen 
Zellen während der Differenzierung, der andere Mechanismus funktioniert über eine 
Vermehrung des Progenitorpools in der Proliferation mit Hypoxie, so dass mehr neurale 
Progenitorzellen zur neuronalen Differenzierung zur Verfügung stehen. Beide Mechanismen 
enden im selben Effekt, nämlich dem Anstieg der neuronalen Zellen und einer Erhöhung der 
allgemeinen metabolischen Aktivität der differenzierten Zellen. Der erste Mechanismus 
impliziert, dass Hypoxie die Differenzierung selbst induziert, und der zweite impliziert, dass 
Hypoxie den Pool der differenzierenden Zellen erhöht, indem es das Zellschicksal der 
Progenitorzellen verändert. Diese Annahme wird dadurch untermauert, das eine Proliferation 
der Zellen bei 3% Sauerstoff und eine darauf folgende Differenzierung bei 3% im Vergleich 
zu einer alleinigen Differenzierung bei 3% Sauerstoff zu keiner zusätzlichen Steigerung der 
Differenzierung führt. Desweiteren wurde beobachtet, dass ein Wechsel zwischen 3% 
Sauerstoff bei der Proliferation zu 20% Sauerstoff bei der Differenzierung ebenfalls zu einer 




die Schlussfolgerung, dass Hypoxie über die Beeinflussung des Progenitorpools bei der 
Proliferation das weitere Zellschicksal – auch während der Differenzierung – beeinflussen 
kann. Diese Resultate demonstrieren, dass 3% Sauerstoff die Differenzierungkapazität von 
humanen neuronalen Stammzellen modifizieren kann. Auch Basciano et al. (2011) kamen zu 
dem Schluss, dass der Zeitpunkt und die Dauer der Hypoxie essentiell für die zelluläre 
Reaktion auf Hypoxie sind. So beobachteten sie, wie die langfristige Kultur von Zellen in 
Hypoxie zum Erhalt der Multipotenz und dem undifferenzierten Status von mesenchymalen 
Stammzellen führt. 
Als nächstes wurde die Apoptose der hNPZ nach Applikation von EPO und Hypoxie 
untersucht (Abb. 4.18), da zum einen eine verringerte Apoptose die vorher registrierte erhöhte 
Anzahl von Neuronen erklären kann und zum anderen wurde EPO als anti-apoptotischer, 
Gewebe- und Zell-protektiver Faktor beschrieben (Lombardero et al., 2010). Hinsichtlich der 
apoptotischen Zellen konnte die Hypoxie die Anzahl eben dieser Zellen am vierten Tag der 
Differenzierung um 50% reduzieren. Dieser anti-apoptotische Effekt war nicht mit dem 
neuronalen Zelltod übereinstimmend, da die Anzahl der überlebenden Neurone am vierten 
Tag nicht beeinflusst wurde. Dies lässt die Schlussfolgerung zu, dass die Anzahl der 
signifikant erhöhten βIII-Tubulin-positiven Zellen am dritten Tag der Differenzierung nach 
Exposition mit Hypoxie nicht nur auf anti-apoptotischen Effekten der Hypoxie basiert. Auch 
Clarke et al. (2009) beschrieben eine vermehrte Bildung von NPZ-Kolonien durch die 
Hemmung des programmierten Zelltodes.  
Zudem hat EPO in dieser Studie am vierten Tag der Differenzierung einen anti-apoptotischen 
Effekt ohne die Anzahl der Neurone signifikant zu verändern, daher liegt bei EPO keinen 
Neuronen-spezifischer anti-apoptotischen Effekt vor. Außerdem kann man am vierten Tag der 
Differenzierung eine vermehrte Apoptose der standardmäßig bei 20% Sauerstoff 
differenzierten Zellen beobachten, allerdings ist der zugrundeliegende Mechanismus unklar. 
In dieser Studie zeigt EPO in der späten Differenzierung seine protektive Eigenschaft, dies 
steht im Kontrast zu Wenker et al. (2010), die beobachteten, dass EPO zwar in 
undifferenzierten humanen Neuroblastomzellen anti-apoptotisch wirkte, nicht aber in 
differenzierten Zellen. Dies konnte jedoch durch eine Reduktion der Expression des EPO-
Rezeptors während der Differenzierung erklärt werden. 
In Abhängigkeit von der Stärke der Hypoxie, kann diese unterschiedliche Auswirkungen auf 




hypoxischen Präkonditionieren (einer Exposition der Zellen mit Hypoxie, um diese dann für 
eine anschließende Transplantation stressresistent zu machen) anti-apoptotisch wirken kann 
(Theus et al., 2008), auf der anderen Seite kann sie auch pro-apoptotisch wirken, wenn das 
Ausmaß der Hypoxie Werte unterhalb derer für milde Hypoxie erreicht (Horie et al., 2008, 
Santilli et al., 2010).  
Bei den hier vorliegenden Experimenten wurde der anti-apoptotische Effekt der Hypoxie auch 
durch die Expression des anti-apoptotischen Proteins bcl-2 aufgezeigt. Der Western Blot des 
Proteins bcl-2 zeigte einen Anstieg der Proteinmenge zwischen dem ersten und zweiten Tag 
der Differenzierung, gefolgt von einer stabilen Proteinexpression während der 
Differenzierung. Einen ähnlichen Vorgang konnten auch Liao et al. (2008) in vivo beobachten 
– sie registrierten einen Anstieg von bcl-2 während der ersten 24h nach einem traumatischen 
Hirnschaden in einem Rattenmodell, bei dem die neuroprotektiven Eigenschaften von EPO 
getestet wurden, mit einer anschließenden stabilen Expression über 3 bis 5 Tage. Im 
Gegensatz dazu beobachteten Pregi et al. (2006) zwar einen Anstieg von bclXL bei humanen 
Neuroblastomzellen, nicht aber von bcl-2. Shingo et al. (2001) zeigten einen durch Hypoxie 
induzierten Anstieg der Neurone, wobei dieser fördernde Effekt durch EPO imitiert wurde, da 
dieses ebenso günstig auf die Anzahl der Neurone auswirkte. Dies steht im Gegensatz zu den 
gezeigten Ergebnissen, da EPO nicht den förderlichen Effekt der Hypoxie auf die 
Neuronenproduktion nachahmen konnte, allerdings konnte EPO andere Folgen der Hypoxie 
wie den anti-apoptotischen Effekt unter normoxischen Bedingungen imitieren. Die Anzahl der 
apoptotischen Zellen nach EPO-Applikation (18.80 ± 2.27%) war nicht signifikant 
unterschiedlich zu der Anzahl der apoptotischen Zellen während hypoxischer 
Kulturbedingungen (15.82 ± 4.65%), was beweist, dass EPO das Potential hat Teile der 
Effekte der Hypoxie unter normoxischen Bedingungen ebenfalls zu induzieren. Diaz et al. 
(2005) zeigten, dass EPO speziell die Resistenz von Astroglia gegenüber Stressoren 
verbessern konnte. So ist es auch hier möglich, dass EPO zwar keinen Effekt auf Neurone 
selbst hat, aber auf andere differenzierte Zellen. Da der EPO-Rezeptor mittels Western Blot-
Verfahren nachgewiesen wurde, lässt sich  nicht bestimmen, welche Zellen den EPO-
Rezeptor exprimieren oder ob alle differenzierten Zellen diesen Rezeptor besitzen. Um dies 
zu klären müsste man zum Beispiel die Zellen durch membranständige gliale oder neuronale 






Abb.6.1: Zusammenfassung der Effekte von Hypoxie und EPO. Es werden potentielle Mechanismen 
für die neuronale Differenzierung von hNPZ unter dem Einfluss von Hypoxie und EPO dargestellt. 
Proliferierende Zellen haben bei Normoxie und Hypoxie dieselbe Proliferationsrate. Proliferation und 
Differenzierung der Zellen bei Normoxie führt zu einem moderaten, durchschnittlichen Anstieg der 
Neurone. Allerdings führt die Veränderung des Sauerstoffpartialdruckes zu Beginn der 
Differenzierung zu einem Anstieg der Neuronenzahl. Der gleiche Effekt kann beobachtet werden, 
wenn die hNPZ zuvor in Hypoxie proliferieren, ein anschließender Wechsel des Sauerstoffgehaltes bei 
der Differenzierung hat dann keinerlei Auswirkung für die hNPZ. Dies lässt die Schlussfolgerung zu, 
dass Hypoxie zum einen direkt während der Differenzierung die Neurogenese beeinflusst und zum 
anderen auch schon während der Proliferation den Progenitorpool beeinflussen kann. Anti-
apoptotische Effekte spielen eine wichtige Rolle bei den neuroprotektiven Eigenschaften der Hypoxie. 
Sowohl dieser anti-apoptotische Effekt als auch die erhöhte metabolische Aktivität konnte durch EPO 
partiell imitiert werden. 
Es wurde gezeigt, dass Hypoxie über verschiedene Ansatzpunkte in die sowohl in die 
metabolische Aktivität als auch neuronale Differenzierung eingreifen kann und dabei auch 
bcl-2 eine Rolle spielt. In der Literatur wurden verschiedenste Signalwege beschrieben, über 




(2009) eine über den Sonic-Hedgehog-Signalweg induzierte Proliferation von NPZ und 
propagierten, dass Hypoxie eine entscheidende Rolle bei der Abheilung von Hirnverletzungen 
durch Umbau und Neugestaltung des Hirngewebes hat. Aber nicht nur bei Verletzungen des 
Nervensystems kann Hypoxie eine Rolle spielen, sondern es ist auch wichtig für den 
Regulation der physiologisch vorhandenen NPZ in den Stammzellnichen des ZNS 
(Panchision et al., 2009).  
 
Sowohl die hier vorliegenden Ergebnisse über die Rolle von Hypoxie bei der Neurogenese 
und dem Schutz von hNPZ vor Apoptose als auch die Resultate anderer Studien (Studer et al., 
2000, Santilli et al., 2010) hinsichtlich der neuroprotektiven Eigenschaften von Hypoxie in 
vitro, stützen die These, dass Hypoxie auch in vivo eine wichtige Schlüsselposition sowohl in 
physiologischen als auch pathologischen Prozessen spielen muss. So kann zum Beispiel 
Hypoxie eine Rolle bei der Erholung des Gewebes nach einem Schlaganfall durch eine 
erhöhte endogene Neurogenese spielen (Burns et al., 2009).  
 
 
5.4 EPO als GSK-Inhibitor in hNPZ 
 
Hypoxie reguliert über HIF-1α eine Reihe von Zielgenen und -prozesse, wie die Glykolyse, 
den Zellzyklus, die Angiogenese, aber auch VEGF und am bekanntesten EPO (De Filippis et 
al., 2011). EPO ist also zum einen induzierbar durch Hypoxie und gleichzeitig ein GSK-
Inhibitor (Maiese et al., 2004). Die Inhibition der GSK-3β mit konsekutiver Stabilisierung des 
β-Catenins ist zentraler Bestandteil des kanonischen wnt-Signalweges, der die Proliferation 
und Differenzierung von hNPZ regulieren kann (Schmöle et al., 2010, Hübner et al., 2010).  
 
In dieser Studie wurde β-Catenin quantifiziert, um das Ausmaß der GSK-3β-Inhibition durch 
EPO zu messen (Abb. 4.19). Das stabilisierte, in den Nucleus translozierte β-Catenin aktiviert 
wiederum TCF, dessen Aktivität mittels Reporter-Gen-Assay gemessen werden konnte (Abb. 
4.20) und bot somit einen weiteren Ansatzpunkt, die GSK-Inhibition durch EPO in hNPZ zu 
quantifizieren. 
Allerdings konnten weder EPO noch Hypoxie die β-Catenin-Akkumulation in 
differenzierenden Zellen entscheidend beeinflussen. Auch die Messung der TCF-Aktivität 
ergab keinen Effekt durch EPO, selbst die Ko-Transfektion mit einem stabilisierten β-Catenin 




SB216763 und IM-12 nachzuweisen (Schmöle et al., 2010), konnte keinen Auswirkung durch 
EPO detektierbar machen. 
 
Dies lässt die folgenden Schlussfolgerungen zu: Die bisher registrierten Effekte von EPO auf 
die metabolische Aktivität und Apoptose differenzierender Zellen beruht nicht auf einer GSK-
3β-Inhibition. Das erklärt aber auch, warum in dieser Studie EPO keinen Einfluss auf die 
Differenzierung der hier untersuchten hNPZ nehmen konnte. Wie sowohl Schmöle et al. 
(2010) und Hübner et al. (2010) zeigen konnten, spielt der Wnt-Signalweg eine essentielle 
Rolle in der Differenzierung der ReNcell VM-Zellen. Insbesondere die Inhibition von GSK-
3β führte zu einer gesteigerten Differenzierung dieser Zellen (Schmöle et al. 2010). Da EPO 
aber hier nicht über die Inhibition von GSK-3β wirkt, kann es also auch nicht auf die 
Differenzierung der hNPZ wirken.  
 
Dies steht im Kontrast zu anderen Studien, bei denen EPO durchaus die Differenzierung 
induzieren konnte (Studer et al., 2000). Daher ist die Wirkung von EPO auf NPZ differenziert 
zu betrachten. Vor allem die Annahme, dass EPO unter normoxischen Bedingungen die 
Effekte der Hypoxie völlig nachahmen kann (Studer et al., 2000), muss überdacht werden. Oft 
wurde die Wirkung von Hypoxie einer intrinsischen Aktivierung von EPO attributiert – auch 
dies wird durch die vorliegenden Daten in Frage gestellt. Die durch Hypoxie induzierte 
Neurogenese, reduzierte Apoptose und die erhöhte metabolische Aktivität von  hNPZ ließen 
sich nämlich ebenso wenig wie die Effekte von EPO dem kanonischen Wnt-Signalweg 
zuschreiben. 
 
Das lässt allerdings eine Reihe anderer Möglichkeiten für die Wirkungsweise von EPO und 
Hypoxie auf hNPZ zu. Die am häufigsten in der Literatur diskutierten Möglichkeiten sind 
neben dem Wnt-Signalweg und der Inhibition von GSK-3β, JAK2 (Digicaylioglu et al., 
2001), NFκB (Chong et al., 2005), NO (Chen et al., 2010), STAT5 (Liu et al., 2005, Zhang et 
al., 2007), PI3K, Akt und MAPK (Sättler et al., 2004). Auch über andere Prozesse wie 
Regulation der Wasserpermeabilität der Astrozyten via dem Aquaporin 4-Kanal (Gunnarson 
et al., 2009), dem Wiederherstellen von Gap Junctions an der Zellmembran (Martinez-Estrada 
et al., 2003) und die Anpassung des Kalziumhaushaltes der Zellen (Andoh et al., 2011) sollen 






5.5 Neuroprotektive Eigenschaften von CEPO in vitro 
 
Zuletzt wurde ein neuroprotektives Derivat von EPO hinsichtlich seiner neurotrophen und 
neuroprotektiven Eigenschaften in vitro untersucht. Es gab mehrere in vivo-Studien, bei denen 
CEPO an Krankheitsmodellen wie dem Schlaganfall (Lapchak et al., 2008), dem 
traumatischen Hirnschaden (Mahmood et al., 2008) und der periventrikulären Leukomalazie 
(Liu et al., 2011) seine neuroprotektiven Eigenschaften demonstrieren konnte. Im Rahmen 
dieser Tierstudien konnte CEPO das Ausmaß des Hirnschadens im Vergleich zur Kontrolle 
reduzieren und zu einem besseren motorischen Verhalten der Versuchstiere führen (Lapchak 
et al., 2008). Die neurotrophen und neuroprotektiven Eigenschaften von CEPO in vitro sind 
jedoch bisher in der Literatur noch nicht so gut untersucht. 
 
So wie auch zuvor bei EPO wurden die Proliferation (Abb. 4.22), die metabolische Aktivität 
(Abb. 4.24) und die Differenzierung (Abb. 4.26) untersucht. Es erfolgte jedoch kein 
gesonderter Rezeptornachweis, da die Existenz eines „neuronalen“ EPO-Rezeptors für CEPO, 
zusammengesetzt aus dem klassischen EPO-Rezeptor und der Common-β-Subunit von GM-
CSF, IL-3 und IL-5 (Brines et al., 2004), umstritten ist (Um et al., 2006) und es im Rahmen 
dieser Arbeit nicht möglich gewesen wäre die Existenz dieses Rezeptors und seine 
Funktionalität zu beweisen. Weder bei der Proliferation noch der metabolischen Aktivität 
konnte ein neurotropher Effekt von CEPO detektiert werden, obwohl zu hohe Dosen von 
CEPO, wie bei der Proliferation zu beobachten war, sich negativ auf das Zellwachstum 
auswirkte.  
 
Auch bei der Differenzierung hatte CEPO allein keinen Effekt. Jedoch konnte CEPO jedoch 
die bei 3 Tagen Differenzierung registrierte gesteigerte Neurogenese am 4. Tag der 
Differenzierung erhalten. Scheinbar benötigt CEPO in vitro die Kombination mit Hypoxie, 
um auf die hNPZ wirken zu können. Auch für EPO wurde eine ähnliche Wirkungsweise 
beschrieben. So kann EPO in einigen Modellen nur zusammen mit IGF-1 wirken 
(Digicaylioglu et al., 2004, Kang et al., 2010). Man könnte daher postulieren, dass CEPO, 
ähnlich wie bei einer Kombination von Wachstumsfaktoren für die Proliferation von hNPZ, 
auch einen Kofaktor oder eine zusätzliche Kondition benötigt, um zu wirken. Außerdem 
haben die genannten in vivo-Modelle gemeinsam, dass am Ort der Schädigung ein 
Sauerstoffmangel vorliegt – so kann die Hypoxie eine möglicherweise bisher nicht beachtete 




Bisher wurde durch die in vivo-Versuche angenommen, dass EPO und CEPO gleich effektiv 
sein würden, mit dem Unterschied, dass CEPO keine hämatopoetischen Nebenwirkungen 
verursacht (Mahmood et al., 2007, Kirkeby et al., 2008). Dies kann diese Studie nicht 
bestätigen, da für EPO und CEPO verschiedene Ergebnisse vorliegen. Es ist daher wichtig in 
Zukunft den direkten Austausch von EPO mit CEPO zu hinterfragen und herauszufinden, wie 
CEPO neuroprotektiv und neurotroph wirken kann und welche anderen Voraussetzungen für 
die Wirkungen von CEPO noch erfüllt sein müssen. So würde die hier festgestellte 
Kombination von Hypoxie und CEPO die Indikation für die Anwendung von CEPO in vivo 
auf akute und chronische Schäden mit Sauerstoffmangel beschränken, aber einen Einsatz bei 
entzündlichen Erkrankungen jedoch nicht sinnvoll erscheinen lassen. So sind weder EPO 
noch CEPO als universell „neuroprotektiv“ zu sehen. 
 
 
5.6 Neuroprotektion durch Hypoxie, EPO und CEPO in vivo 
Die in dieser Studie benutze Zelllinie zeigte eine maximale Anzahl von rund 6% Neuronen, 
was als Limitation dieser Studie gewertet werden könnte. Die Vorteile, wie zum Beispiel das 
schnelle Differenzierungspotenzial und die einfache Standardisierung der Zellkultur, 
ermöglichten die Veränderungen bei der Proliferation und Differenzierung in einem engen 
Zeitfenster zu kontrollieren und zu untersuchen. Daher dienen diese Zellen vor allem als 
Model zur Untersuchung der Differenzierung, um diese Erkenntnisse dann anschließend in 
andere Systeme zu transferieren, die eine Transplantation in das ZNS bei neurodegenerativen 
Erkrankungen wie einem Morbus Parkinson oder einem Schlaganfall erlauben.  
Für translationale oder klinische Forschung sind diese Ergebnisse besonders interessant, da 
diese weitere Evidenz für verstärkte Neurogenese in hypoxischen Szenarien liefern. Das 
Überleben von Zellen und deren ideales Umfeld, unter anderem der ideale Sauerstoffgehalt, 
nach Transplantation von humanen neuronalen Stammzellen, bleiben noch unklar und diese 
Daten stützen die These, dass eine milde hypoxische Umgebung, wie man sie in der 
Penumbra eines Schlaganfallterritoriums oder bei anderen neurodegenerativen Erkrankungen 
beobachten kann, durchaus nützlich für die transplantierten Stammzellen sein können. 
Desweiteren liefern diese Ergebnisse Belege dafür, dass Hypoxie die Neurogenese sowohl 
während der Proliferation als auch der Differenzierung induzieren kann, woraus sich folgern 




bestimmten Zeitpunkt während des Zellzyklus benutzt werden müssten, was den 
Transplantationsprozess vereinfachen kann. 
Es wurde versucht von EPO als neuroprotektives Agens bei Patienten mit Schlaganfall zu 
profitieren (Brines and Cerami, 2005, Ehrenreich et al., 2002), aber es ist weiterhin unklar, 
wie EPO neuroprotektiv agieren kann. Es ist jedoch eine Tatsache, dass EPO die Blut-Hirn-
Schranke überwindet (Brines et al., 2000, Brines et al., 2008). Herrmann et al. (2009) 
schlugen sogar eine intranasale Applikation von EPO bei Schlaganfallpatienten vor. Die 
bisherigen Daten von EPO bei neurologischen Erkankungen, ermunterten auch Spekulationen 
über eine Anwendung anderer hämatopoetischer Wachstumsfaktoren wie G-CSF und 
Thrombopoetin in diesem Bereich (Diederich et al., 2010).  
Es bestehen drei Haupttheorien, wie EPO im humanen Gehirn funktionieren kann. Die erste 
nimmt eine verbesserte Oxygenierung des Gehirnes über eine Elevation der Erythrozyten 
nach EPO-Applikation an. Die zweite Theorie geht davon aus, dass EPO Astrozyten und 
Blutgefäße und somit indirekt die Neurone beeinflusst kann und die dritte Theorie postuliert 
einen direkten neuroprotektiven Effekt von EPO (Brines and Cerami, 2005). Die Ergebnisse 
dieser Arbeit stützen die These eines direkten neuroprotektiven Effektes von EPO, was die 
Rationale für die Verwendung von EPO in hypoxischen Szenarien weiter unterstützt und eher 
gegen eine Anwendung von EPO bei neuropathischen Schmerzen (Campana et al., 2003) oder 
peripheren Neuropathien (Toth et al., 2008) spricht. Miskowiak et al. (2007) postulierten eine 
mögliche Anwendung von EPO bei psychiatrischen Erkrankungen, da sie eine verbesserte 
hippocampale Antwort beim Erinnerungsprozess von gesunden Patienten beobachteten. Vor 
allem in anbetracht der hämatologischen Nebenwirkungen, wäre so eine Indikation sehr genau 
zu stellen. Vor allem die EPO-Schlaganfall-Studie weckte Hoffnungen, EPO als 
Zusatztherapie für Schlaganfallpatienten zu etablieren, nachdem sich die Anwendung bei 
einer kleinen Patientengruppe als sicher und vor allem nützlich erwies (Ehrenreich et al., 
2002). Eine darauffolgende groß angelegte klinische Studie musste jedoch abgebrochen 
werden, da die mit EPO behandelten Patienten häufiger (16,4%) als die Kontrollgruppe (9%) 
verstarben. Im Rahmen dieser Studie erhielten mehr Patienten als erwarten eine 
thrombolytische Behandlung, was die Interferenz von EPO mit anderen Medikamenten 
unterstreicht. Dennoch hofft man weiter die neuroprotektiven Eigenschaften von EPO nutzen 
zu können, in dem man präklinische Versuchsmodelle verbessert und alternative 




Fusionsprotein für einen besseren Transport über die Blut-Hirn-Schranke (Fu et al., 2010) in 
Betracht zieht.  
EPO aktiviert hauptsächlich die Hämatopoese und führt somit zu einer unerwünscht hohen 
Konzentration von Erythrozyten und einer folgenden Erhöhung der Viskosität. Dies kann 
wiederum zu einer Thrombosegefahr werden. Daher ist es notwendig die hämatopoetischen 
Nebenwirkungen auszuschalten, um neuroprotektive Dosierungen von EPO applizieren zu 
können. Daher sollten in Zukunft nicht-hämatopoetische neuroprotektive EPO-Derivate wie 
CEPO, Asioalo-EPO (Wang et al., 2004), Antikörperfragmente gegen den EPO-Rezeptor 







Im Rahmen dieser Arbeit sollte die Wirkung von Hypoxie und EPO auf die Proliferation und 
Differenzierung von hNPZ untersucht werden. Durch verschiedene Ansätze wurde versucht 
die Verdopplungszeiten, die metabolische Aktivität, die neuronale Differenzierung und die 
Apoptose von hNPZ zu analysieren. Darüber hinaus sollte ermittelt werden, welche Rolle der 
kanonische Wnt-Signalweg, insbesondere die GSK-3β-Inhibition durch EPO, bei diesen 
Prozessen spielt. 
 
Diese Studie liefert Belege für die wichtige Rolle von Hypoxie bei der Differenzierung von 
hNPZ und die modulierende Rolle von EPO in vitro. Die neuronale Differenzierung der hNPZ 
wurde durch Hypoxie nahezu verdoppelt und die Apoptose verringert, wobei bei diesem 
Prozess auch bcl-2 ein wichtiger Faktor ist.   Hypoxie zeigt zwei verschiedene Aktionsweisen. 
Erstens führt die Proliferation und Expansion der hNPZ bei hypoxischen 
Zellkulturbedingungen zu einer erhöhten neuronalen Differenzierung, aber auch die 
Kultivierung der Zellen unter hypoxischen Bedingungen ab Beginn der Differenzierung führte 
zu diesem Ergebnis, was illustriert, dass dieser Effekt durch zwei verschiedene Mechanismen 
induziert wird. Zweitens zeigt Hypoxie anti-apoptotische Eigenschaften, die die ganze 
Zellpopulation betreffen, was zu einer erhöhten Überlebensrate der hNPZ nach Induktion der 
Differenzierung führt.  
 
EPO konnte diese hypoxischen Effekte während der Differenzierung partiell imitieren und 
differenzierte Zellen vor Apoptose schützen. Auch bei der metabolischen Aktivität konnte 
EPO Hypoxie imitieren und führte zu einer ähnlich gesteigerten metabolischen Aktivität wie 
bei Hypoxie. Es gab jedoch keinen Hinweis, dass der kanonische Wnt-Signalweg dabei 
involviert ist.  
 
Zusätzlich wurde das neuronale EPO-Derivat CEPO untersucht. Ähnlich wie EPO zeigte es 
keine Wirkung auf die Proliferation. Auch während der neuronalen Differenzierung zeigte 
CEPO allein keinen besonderen Effekt auf die hNPZ. Allerdings konnte CEPO durch die 
Kombination mit Hypoxie die Zahl der Neurone am vierten Tag der Differenzierung stabil 
hoch halten, während bei allen anderen Kulturbedingungen die Zahl der Neurone nach dem 




Zusammenfassend stützen die präsentierten Daten die Anwendung und weitere Erforschung 
von EPO als protektiver Faktor bei neurodegenerativen Erkrankungen, da EPO in hNPZ anti-
apoptotisch wirkt. Dies bestärkt auch die Bestrebungen EPO oder eines seiner Derivate direkt 
für die Behandlung von Schlaganfällen oder neurodegenerativen Erkrankungen zu nutzen, da 








1.) Sauerstoff spielt während der Entwicklung des fetalen Gehirns eine wichtige Rolle, da 
dieses während der Entwicklung niedrigen O2-Konzentrationen ausgesetzt ist. 
2.) Bisherige Standardzellkulturen für neuronale Progenitorzellen benutzen 20% O2.  
3.) Für murine neuronale Progenitorzellen ist bekannt, dass Hypoxie die neuronale 
Differenzierung fördert. 
4.) Die Anwendung von Hypoxie bei humanen neuronalen Progenitorzellen sollte daher 
näher untersucht werden. 
5.) Ziel der Arbeit war, es den Einfluss von Hypoxie auf die Proliferation und 
Differenzierung humaner mesenzephaler Progenitorzellen zu charakterisieren. 
6.) Als Modell diente die humane mesenzephale Progenitorzelllinie ReNcell VM, diese 
wurde mittels Proliferationsassay, Western Blot, Durchflusszytometrie und 
Luciferase-Assay untersucht. 
7.) Zelluläre Reaktionen auf Hypoxie werden über den Hypoxie-induzierbaren Faktor 
(HIF) vermittelt. 
8.) Die untersuchten humanen mesenzephalen Progenitorzellen exprimierten HIF-1α. 
9.) Hypoxie veränderte die Proliferationsrate und den Zellzyklus der humanen 
mesenzephalen Progenitorzellen nicht, die neuronale Differenzierung der Zellen 
wurde erhöht und die Anzahl der apoptotischen Zellen reduziert. 
10.) In vitro wurde die Rolle von Erythropoetin bei der Proliferation und Differenzierung 
humaner mesenzephaler Progenitorzellen untersucht. 
11.) Erythropoetin reduzierte wie Hypoxie die Anzahl der apoptotischen Zellen. 
12.) Bcl-2 spielt als anti-apoptotischer Faktor eine Rolle in der Vermittlung der 




13.) Abweichende Resultate zu bekannter Literatur über den Einfluss von Hypoxie und 
Erythropoetin bei murinen neuralen Progenitorzellen, unterstreichen die Zelltyp-
spezifischen Effekte von Hypoxie und Erythropoetin. 
14.) In erster Linie fördert Erythropoetin die Erythropoese, es sind aber nicht-
hämatopoetische Erythropoetin-Derivate, wie Asialo-EPO und CEPO bekannt. 
15.) CEPO wurde im Rahmen dieser Arbeit auf seine neuroprotektiven Eigenschaften hin 
untersucht. 
16.) Bei gleichzeitiger Anwendung von Hypoxie und CEPO wurde die Differenzierung 
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